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Zusammenfassung
Die lebende Zelle ist ein hochkomplexes System, das von vielen gekoppelten und
gleichzeitig ablaufenden Vorgängen im Inneren und durch äußere Signale reguliert
wird. Dabei stellen mechanische Kräfte und die Geometrie der Umgebung wichtige
Steuerungssignale auf zellulärer Ebene dar. Signale werden wahrgenommen und ver-
arbeitet, wobei das dynamische Zytoskelett der Zelle eine zentrale Rolle einnimmt.
Es reguliert insbesondere grundlegende Eigenschaften wie die mechanische Stabili-
tät und Morphologie als auch deren Adaption, wie es in Migrationsprozessen not-
wendig ist. Kleinste Veränderungen wie die Abweichung des Zytoskeletts von der
gewöhnlichen Struktur können somit großen Einﬂuss auf das Gesamtverhalten einer
Zelle haben. Dies wird besonders oﬀensichtlich bei der Betrachtung von Migrati-
onsphänomenen oder dem Eindringverhalten von Tumorzellen beim Durchqueren
eines Zellverbands im Rahmen der Metastasierung. Ein vertieftes Verständnis über
die Auswirkungen physikalischer Signale auf das Zytoskelett und die daraus resultie-
renden Zellreaktionen könnte somit zur Entwicklung neuer therapeutischer Ansätze
beitragen. Aus diesem Grund erscheint es wichtig, die Mechanismen der zellulären
Biomechanik zu verstehen.
In diesem Zusammenhang wurden in dieser Arbeit maligne Pankreas-Tumorzellen
dem Einﬂuss von mechanischen Kräften und verschiedener Oberﬂächentopographien
ausgesetzt, um den Einﬂuss des Keratin-Zytoskeletts auf die morphologische Um-
gestaltung und die Migrationseigenschaften der Zellen zu untersuchen. Durch die
Kombination von materialwissenschaftlicher, biophysikalischer und zellbiologischer
Methoden zusammen mit einem interdisziplinären Ansatz wurde das induzierte Zell-
verhalten quantitativ charakterisiet. Die Untersuchung des Migrationsverhaltens und
die morphologische Reorientierung des Zellkörpers bei periodischer Dehnung zeigen,
dass die Zellen mit einem unveränderten Keratin-Netzwerk auf die ihnen darge-
legten physikalischen Signale reagieren. Die Beobachtungen zeigen eine gerichtete
Migration entlang topographischer Strukturen oder eine Zellpolarisation senkrecht
zur mechanischen Dehnungsrichtung.
Die Manipulation des Keratinnetzwerks durch die Behandlung der Pankreas Zellen
mit dem Wirkstoﬀ Sphingosylphosphorylcholin führt zu einer Umstrukturierung des
Keratinnetzwerks von der Zellperipherie hin zum Zellkern. Die manipulierten Pan-
kreas Zellen reagieren auf die gleiche physikalische Stimulation mit einem veränder-
ten Zellverhalten. Die Tumorzellen zeigen nun einen höheren Grad der gerichteten
Migration auf topographischen Substraten und eine schnellere zellmorphologische
Umgestaltung bei den Dehnversuchen.
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Zusammenfassend zeigen die Analysen, dass die räumliche Ausdehnung und die
Struktur des zellulären Keratinnetzwerks einen erheblichen Einﬂuss auf die Migra-
tionseigenschaften entlang von Oberﬂächentopographien und die Zellreaktionen auf
periodische mechanische Dehnungen hat. Dieser Einﬂuss könnte möglichweise mit
einer stabilisierenden Wirkung des Keratins auf das Aktinnetzwerk und die daraus
resultierende Erhaltung der mechanische Zellintegrität erklärt werden.
Summary
Living cells are extremely sophisticated systems, in which various linked processes
take place simultaneously. These processes are regulated by many external extrin-
sic signals. Cells in the human body are subjected to mechanical forces or to a
speciﬁc geometry of the environment, both are important signals for a cell. In this
context the dynamic cytoskeleton plays a crucial role in many processes like me-
chanical stability, morphology and cell migration. Even the smallest modiﬁcation
in cells, like variations in the cytoskeleton, can have a deep impact on overall cell
reactions. Modiﬁcations of cytoskeleton elements can eﬀect the velocity of migration
or invasion characteristics in metastatic cancer formation. A comprehension of how
single cytoskeleton elements and their potential interactions inﬂuence a cells ability
to respond to external signals could may help on development of new treatment me-
thods. Therefore it is important to understand fundamental mechanisms of cellular
biomechanics.
In this context pancreas cells as model system for malignant tumor cells, were sub-
jected to diﬀerent surface topographies and mechanical forces as physical signals.
Lithographic, biophysical and cell biology methods were used to explore the impact
of the keratin network on migration and morphological alignment in response to
the external physical signals. The quantitative determination of migration proper-
ties and reorganization processes with an unmodiﬁed keratin network reveal that
pancreas cells react to these signals. The studies reveal, for example, a directed cell
migration along topographic surface cues and a reorientation of cell alignment per-
pendicular to the direction of periodically applied strain.
Manipulations of the keratin network with the bioactive lipid Sphingosylphospho-
rylcholin induce a reorganization of keratin ﬁlaments from the cell periphery to the
perinuclear region of the cell. Modiﬁed pancreas cells show an enhanced response to
the same physical signals. The modiﬁed pancreas cells react with a higher degree of
directed migration along topographic cues and a quicker reorganization of the cell
morphology in experiments with cyclic tensile strain.
In summary the studies reveal that the structure of cellular keratin network has an
important impact on cell migration properties and cells response to surface topo-
graphy and deformation. This altered behaviour could potentially be explained by
a stabilizing eﬀect of the keratin network on actin and cell integrity.
Kapitel 1
Grundlagen
Lebende Zellen stellen in ihrer Vielfalt und Komplexität die Grundbausteine höherer
Organismen dar. Hierbei ist der Aufbau und das Verhalten einer einzelnen Zelle auf
Signale aus ihrer Umwelt, aufgrund von vielen aneinander gekoppelten und gleich-
zeitig ablaufenden Vorgängen im Inneren, sehr komplex. In diesem Zusammenhang
stellen mechanische Kräfte wie Kompression, Zug- und Scherkräfte einen wichtige
Signale dar, denen Zellen im Körper ständig unterliegen. Sie sind im menschlichen
Körper allgegenwärtig, wie z.B. beim Dehnen und Zusammenziehen von Herzmuskel-
oder Blutgefäßzellen. Kleinste Veränderungen an einer Zelle wie insbesondere die
Abweichung von der gewöhnlichen Struktur eines Elements des Zytoskeletts können
großen Einﬂuss auf das Gesamtverhalten einer Zelle haben. Infolgedessen nimmt das
dynamische Zytoskelett, neben der Signalübertragung in einer Zelle (Mechanotrans-
duktion), eine besondere Stellung ein.
Das Zytoskelett spielt eine entscheidende Rolle bei grundlegenden Prozessen wie
der mechanischen Stabilität, Zellmorphologie und Migration. Veränderungen an den
viskoelastischen Eigenschaften einer Zelle durch Umstrukturierung innerer Bestand-
teile können sich z.B. auf die Migrationsgeschwindigkeit oder das Eindringverhal-
ten beim Durchqueren eines Zellverbands auswirken. Diese Fähigkeiten spielen bei
der Wundheilung von Verletzungen oder der Metastasierung bei Krebsvorfällen eine
wesentliche Rolle. Eine weitere grundlegende Fähigkeit von Zellen stellt die Me-
chanotransduktion dar. Sie beschreibt die Wahrnehmung von mechanischen Reizen
und deren Umwandlung in intrazelluläre Signale. Somit nimmt sie eine Schlüssel-
rolle in der Signalübertragung von außen ins Zellinnere und umgekehrt ein. Die
Beeinträchtigung der Signalübertragung mechanischer Kräfte und das daraus resul-
tierende Zellverhalten stehen im Zusammenhang mit verschiedenen Krankheiten wie
Krebs, Osteoporose und Asthma. Aus diesen Gründen ist es wichtig, die grundle-
genden Mechanismen der Biomechanik von Zellen zu verstehen. Die ausführliche
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Erforschnung der einzelnen Elemente des Zytoskeletts und deren mögliche Interak-
tion untereinander könnten einen großen Anteil an der Entwicklung neuer Ansätze
für Heilmethoden in der Zukunft haben. In den folgenden Abschnitten werden die
wichtigsten Elemente, die diese Arbeit betreﬀen, detaillierter vorgestellt.
1.1 Zytoskelett
Die Fähigkeit von Zellen verschiedene Komponenten im Zellinneren zu organisie-
ren, mit ihrer Umgebung mechanisch in Wechselwirkung zu treten und Bewegungen
auszuführen, verdanken eukaryotische Zellen dem Zytoskelett [Goode00] [Etienne04]
[Gardel08] [Cai09] [Geiger01] [Schmoranzer03] [Wehrle03]. Es ist ein kompliziertes
Netzwerk aus unterschiedlichen Proteinﬁlamenten, die sich durch das gesamte Zy-
toplasma erstrecken. Dieses Netzwerk besteht aus einem Gerüst, das hauptsächlich
aus drei Proteinﬁlamenttypen mit unterschiedlichen Durchmessern zusammengesetzt
ist. Dies sind die Aktinﬁlamente (d=6-8nm), Intermediärﬁlamente (d=10nm) und
Mikrotubuli (d=25nm). Jeder der genannten Typen besteht aus anderen Protein-
untereinheiten und hat charakteristische Eigenschaften. Ihre Funktionen und Eigen-
schaften werden in den drei Unterabschnitten 1.1.1 bis 1.1.3 näher erläutert.
Im Vergleich zu den Knochen des menschlichen Skeletts besitzt das Zytoskelett ei-
ner Zelle eine sehr dynamische Struktur, in der innere Bestandteile auf- und ab-
gebaut bzw. Strukturen verstärkt oder geschwächt werden können [Chancellor10]
[Estevez10] [Skwarek09] [Sheetz10] [Kaunas05] [Wei08]. Diese Eigenschaften befähi-
gen Zellen auf Oberﬂächen zu migrieren und auf mechanische Reize zu reagieren
[Wehrle03] [Suresh07] [Geiger01]. Das Zytoskelett spielt hierbei eine entscheiden-
de Rolle in der Vermittlung von äußeren mechanischen Reizen in das Zellinnere
und umgekehrt [Vogel06] [Geiger01]. Verbunden damit sind neben den Reaktionen
einer Zelle auch selbst generierte Zellkräfte und deren Übertragung auf ihre Umge-
bung (zellmechanische Sensoren, vgl. Abschnitt 1.3.1) [Geiger01] [Cai09] [Gardel08]
[Vogel06]. Das Zytoskelett passt sich sowohl den inneren als auch den äußeren Reizen
und Bedingungen durch eine Umstrukturierung innerer Bestandteile an [Sheetz10]
[Chancellor10] [Bathe08] [Vogel06] [Cannas07] [Neidlinger01] [Wang01] [Cai09].
In diesem Zusammenhang ist das Zytoskelett in vielen grundlegenden Vorgängen,
wie z.B. Zellteilung, Migration, Beweglichkeit, mechanische Stabilität, und Gestal-
tung der Zellmorphologie eingebunden [Fletcher10] [Thery06] [Ingber03] [Goode00]
[Li05]. Obwohl mehrere Zellelemente eine Rolle in den mechanosensitiven Eigen-
schaften einer Zelle und deren Signalwegen spielen, scheint das Aktinnetzwerk die
treibende Kraft für diese Vorgänge zu sein, deren Erforschung im Mittelpunkt vieler
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biophysikalischer Arbeiten steht [Sheetz10] [Bathe08] [Li05] [Cai09]. Die Abbildung
1.2 auf Seite 15 zeigt eine schematische Darstellung einer Zelle mit den Zytoskelett-
elementen und den Komponenten der Fokalen Adhäsion.
1.1.1 Aktin
Das zelluläre Aktinnetzwerk besteht aus globulären Aktinmonomeren (G-Aktin), die
je nach Anforderung zu ﬁlamentösen Aktinpolymeren (F-Aktin) auf- und abgebaut
werden können [Prasain09] [Suresh07]. Der Aufbau der Aktinﬁlamente wird über
die Hydrolyse von ATP gesteuert und weist eine inhärente Polarität mit einem plus-
(barbed) und minus- (pointed) Ende auf. Die Aktinﬁlamente wachsen in Richtung
Plus-Pol, da die Polymerisierungsrate an diesem Ende höher ist als am Minus-Pol
[Small78]. Obwohl das Aktin im gesamten Zytoplasma einer Zelle vorkommt, beﬁn-
det sich ein spezieller Anteil des Aktins direkt unterhalb der Plasmamembran, im
sog. Zellkortex. Dieser besteht aus einem Geﬂecht aus einzelnen Aktinﬁlamenten,
das die äußere Zelloberﬂäche unterstützt und ihr mechanische Festigkeit verleiht
[Urban10]. Abhängig von zusätzlichen Proteinen können die Aktinﬁlamente steife
und beständige Strukturen ausbilden, indem diese die Polymerisation der Aktinﬁ-
lamente steuern und Quervernetzungen ausbilden [Reymann10]. Diese können ein
lockeres Netzwerk oder an die Membran gebundene steife Bündel sein. Hierbei kön-
nen sich 10 bis 30 Aktinﬁlamente in den Lamellipodien über aktinbindende Prote-
ine wie z.B. α-Aktinin, Myosin, Filamin und weitere Proteine zu Aktinstressfasern
anlagern [Remidos03] [Sjöblom08] [Brawley09] [Deguchi09]. In diesem Zusammen-
hang führt z.B. Filamin zu einer losen Quervernetzung der Aktinﬁlamente, während
das α-Aktinin zu einer Anordnung mit einzelnen parallel ausgerichteten Aktinﬁla-
menten führt, die mit Myosin aneinander gebunden und gestaucht werden können
[Remidos03] [Pellegrin07]. Die Anbindung von Aktinﬁlamenten über Myosin ver-
leiht den Aktinstressfasern eine erhöhte Kontraktilität, indem sich einzelne Fasern
unter Spannung verschieben lassen (Aktomyosin-Kontraktion) [Fouchard11] [Cai10]
[Pellegrin07]. Die Aktinstressfasern verlaufen oftmals quer durch das gesamte Zyto-
plasma und sorgen für die mechanische Stabilität einer Zelle [Geiger01] [Bischofs08].
Häuﬁg starten und münden die Aktinstressfasern an ihren Enden an den Bindungs-
punkten bzw. Verankerungen zwischen der Zelle und ihrer Umgebung, dem so ge-
nannten fokalen Kontakt [Sheetz10] [Yoshigi05] (vgl. Abschnitt 1.2.3 auf Seite 17).
Der Auf- und Abbau von Aktinﬁlamenten ist eine grundlegende Notwendigkeit,
die insbesondere bei der Zellmigration zum Tragen kommt [Pollard09] [Goldyn09]
[Wehrle03] [Etienne04]. Die Zelle verstärkt hierzu den Bereich des Aktinnetzwerks
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in Migrationsrichtung und schwächt bzw. löst diese im hinteren Teil, um die notwe-
nigen Spannungen innerhalb der Zelle für die Migration zu erzeugen [Bretscher08]
[Galbraith02]. Des Weiteren wurde bereits in vorhergehenden Arbeiten gezeigt, dass
das Aktinnetzwerk für die Wahrnehmung von äußeren Kräften und deren Signalüber-
tragung in einem Zusammenhang stehen, indem die Aktinstressfasern Spannungen
auf fokale Adhäsionen ausüben und damit ihre weitere Entwicklung beeinﬂussen
[Cai09] [Shutova08] [Cai06] [Bershadsky03] [Geiger01].
1.1.2 Intermediärﬁlament Keratin
Es gibt sechs verschiedene Typen von Intermediärﬁlamenten, unter denen Keratin
speziell in epithelialen Zellen gebildet wird [Fuchs94]. Die kleinste Einheit der Kera-
tinﬁlamente besteht aus einem zentralen α-helikalen Proteinstäbchen (rod-Domäne),
an dessen Ende sich eine Kopf- (head) oder Schwanz- (tail) Domäne beﬁndet. La-
gern sich zwei dieser Polypeptide zusammen, so entsteht ein Dimer, dessen Form
aufgrund ihrer hydrophobischen Struktur spiralartig (coiled-coil) aufgebaut ist. Die
coiled-coil Dimere formen eine Kette, bei der sich jeweils die head-Domäne an die
tail-Domäne des nächsten Dimers anlagert. Eine zweite auf gleiche Weise aufgebaute
Kette lagert sich an die erste Kette an und bildet mit ihr zusammen das Protoﬁla-
ment. Zwei aneinander gebundene Protoﬁlamente bilden wiederum ein Protoﬁbril.
Vier dieser Protoﬁbrils lagern sich schließlich zu einem ca. 10nm dicken Keratin-
ﬁlament zusammen [Fuchs94]. Die folgende Abbildung 1.1 zeigt eine schematische
Darstellung vom Aufbau des Keratins.
Abbildung 1.1: Darstellung vom Aufbau des Keratins nach [Fuchs98].
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Die Struktur der Keratinﬁlamente innerhalb der Zelle gleicht einem Bündel, das vom
perinuklearen Bereich der Zelle bis hin zur Zellperipherie reicht. Ihr Aufbau besteht
aus obligaten Heteropolymeren, die sich jeweils aus einer als Typ I (K9-K20) und ei-
ner als Typ II (K1-K8) klassiﬁzierten Untergruppe des Keratins bilden [Hatzfeld85].
Die Kombination aus den zwei Gruppen legt die mechanischen Eigenschaften der Fi-
lamente fest [Fuchs98] [Maniotis97] [Yamada02]. Das Filament aus K8 und K18 stellt
die häuﬁgste Kombination aus beiden Typen in epithelialen Zellen dar [Fuchs94].
Obwohl das Keratinnetzwerk aufgrund seiner Steiﬁgkeit und seiner zellstrukturbil-
denden Fähigkeit starr wirken kann, zeigen neuere Forschungsergebnisse, dass es
ein hoch dynamisches Element ist, das unter anderem eine Rolle bei Prozessen wie
Wachstum, Proliferation, Migration und mechanischer Stabilität spielt [Goldman08]
[Russell04] [Windoﬀer99] [Oriolo07] [Magin07] [Helfand03] [Helfand04]. Als Folge
dessen muss das Keratinnetzwerk einem ständigen Umbau (turn-over) unterliegen,
der schnell moduliert und reorganisiert werden kann. In den letzten Jahren konnte
der hierfür notwenige hoch dynamische Mechanismus für den Auf- und Abbau vom
Keratinnetzwerk teilweise aufgedeckt werden. Es stellte sich heraus, dass die Vorläu-
fer der Keratinﬁlamente nah am aktinreichen Zellkortex, konzentriert an den fokalen
Adhäsionen, gebildet werden [Windoﬀer06] [Bessard08]. Im Anschluss wachsen diese
in den Lamilipodien und werden entlang der Aktinﬁlamente in das Zellinnere trans-
portiert bis sie schließlich in das bestehende Keratinnetzwerk eingebunden werden
[Kölsch09]. Die Transportgeschwindigkeit nimmt hierbei in Richtung Zellkern ab. In
zellkernnähe angekommen, löst sich das Keratinﬁlament nach einiger Zeit wieder auf
[Kölsch10].
1.1.3 Mikrotubuli
Mikrotubuli sind starre Hohlzylinder mit einem Durchmesser von ca. 25nm, die durch
Polymerisation von dimeren Tubulinuntereinheiten gebildet werden. Dabei handelt
es sich um polare Strukturen mit einem schnell wachsenden Plus- und einem lang-
sam wachsenden Minus-Ende, vergleichbar mit den Aktinﬁlamenten [Alberts]. Die
Mikrotubuli sind innerhalb des Zytoskeletts das steifste Element. Im Zytoplasma
einer Zelle liegt häuﬁg ein Gleichgewicht zwischen polymerisiertem und depolyme-
risiertem Tubulin vor. Mikrotubuli werden in den Centrosomen gebildet, wobei das
minus-Ende an diese verankert ist. Darüber hinaus zeigen vorangegangene Arbeiten,
dass Mikrotubuli mechanosensitiv sind. Wirkt lokal eine äußere Kraft auf die Zelle,
so wachsen die Mikrotubuli aus den Centrosomen in subzelluläre Bereiche heraus
[Kaverina02] [Suter98]. In diesem Prozess nimmt die Masse vom gelösten Tubuli
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im Zytoplasma ab und die vom polymeren Tubulin zu [Putnam98]. Eine Reihe von
Proteinen kann zusätzlich die Mikrotubuli stabilisieren, in dem sie sich an das plus-
Ende und andere Zellbestandteile binden (microtubule associated proteins) [Alberts]
[Goode00].
Neben anderen Elementen spielen Mikrotubuli eine grundlegende Rolle in der Zell-
migration, Zellteilung und dem Transport von inneren Bestandteilen [Ballestrem00]
[Schmoranzer03] [Small02] [Wehrle03] [Etienne04] [Ingber95] [Allen85]. Eine Unter-
brechung der Mikrotubuli Dynamik verhindert unter anderem die morphologische
Umstrukturierung einer Zelle unter Scherströmung, obwohl Aktinstressfasern weit-
gehend unbeeinﬂusst bleiben [Malek96] [Hu02].
Abbildung 1.2: Schematische Darstellung einer Zelle auf einem Substrat mit den Zytoskelett-
elementen, Zellkortex, Nukleus und weiteren Elementen der Fokalen Adhäsion.
1.2 Zelladhäsion
Eine grundlegende Eigenschaft und Vorraussetzung für Zellmigration ist die Anhaf-
tung von Zellen an eine Oberﬂäche. Die Interaktion der Zelle mit ihrer Umgebung
nimmt eine zentrale Rolle in vielen verschiedenen Prozessen wie z.B. morphologi-
sche Stabilität, Migration, Mobilität, Wundheilung oder Metastasierung bei Krebs
ein [Li05] [Hynes09] [Ingber08] [Wang2001]. In den folgenden drei Unterabschnitten
sollen die beteiligten Komponenten vorgestellt und kurz erläutert werden.
1.2.1 Extra-Zellulare-Matrix
Der Bereich zwischen einer Zelle und ihrer Umgebung besteht aus einem Geﬂecht
aus Makromolekülen verschiedener Proteine und Polysacchariden, die unter dem Be-
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griﬀ Extra-Zellulare-Matrix (EZM) zusammengefasst werden. Darüber hinaus stellen
Zellen lokal Proteine her und sondern diese in die EZM ab, in der sie einer ständi-
gen Umgestaltung unterliegen [Alberts] [Hynes90]. Die faserartigen Proteine in der
EZM lassen sich in zwei Hauptgruppen unterteilen. Die erste Gruppe bestimmt die
biophysikalischen Eigenschaften und die Struktur der EZM, wie z.B. Kollagen und
Elastin. Das Kollagen sorgt in vivo für die Zugfestigkeit und das Elastin für die Be-
lastbarkeit des Gewebes. Die zweite Gruppe stellen die Adhäsionsproteine wie z.B.
Fibronektin oder Laminin dar. Diese Proteine ermöglichen in vitro und in vivo die
Anhaftung von Zellen an künstliche Substratoberﬂächen, indem sie häuﬁg als Bin-
deglied zwischen den Oberﬂächenrezeptoren einer Zelle (Integrine, vgl. Abschnitt
1.2.2) und der EZM-Umgebung wirken. Fibronektin ist ein Glykolprotein Dimer,
das in allen Wirbeltieren vorkommt [Hynes87]. Ihre Struktur besteht aus zwei iden-
tischen Untereinheiten, die über Disulﬁdbrücken an einem Ende verknüpft sind. Die
Untereinheiten beinhalten verschiedene Domänen, die speziﬁsche Bindungsstellen
für Makro- und Zelladhäsionsmoleküle in der EZM aufweisen. In diesem Zusam-
menhang bindet sich das Fibronektin an künstliche PDMS-Substratoberﬂächen und
beinhaltet zusätzlich speziﬁsche Bindungsstellen (RGD-Motiv) für die Integrine von
Zellen und kann somit die Anhaftung der Zelle an die EZM vermitteln [Ruoslahti87].
1.2.2 Integrine
Integrine bezeichnen eine große Gruppe von Zelloberﬂächenrezeptoren, die eine wich-
tige Rolle bei der Gestaltung und bei physiologischen Funktionen von Organen spie-
len. Infolgedessen sind sie an vielen Prozessen wie Zytoskelettreorganisation, Adhä-
sion, Migration, Proﬁleration und Zelltod beteiligt [Hood02] [Stupack02].
Sie sind nicht kovalent gebundene Heterodimere, die aus α- und β-Untereinheiten
bestehen [Hynes87]. Derzeit sind 18 verschiedene α- und 8 β-Untereinheiten be-
kannt, die in mindestens 24 verschiedenen Heterodimeren auftreten. Die Kombina-
tion der beiden Untereinheiten bestimmt die Speziﬁtät des gebildeten Integrins für
einen EZM-Liganden wie z.B. αV β3 Integrin an das RGD-Motiv beim Fibronektin
[Ruoslahti87].
Darüber hinaus nehmen Integrine eine grundlegende Rolle in der Signaltransduktion
der Zelle von außen nach innen und umgekehrt ein [Hynes02]. In diesem Zusammen-
hang binden sich die Integrine in der zytosolischen Domäne der β-Untereinheit an
intrazelluläre Ankerproteine, wie Talin, α-Aktinin und Filamin. Diese können sich
direkt oder erneut über Ankerproteine wie Vinkulin an das Aktinzytoskelett bin-
den und aufgrund dessen Kräfte von außen nach innen und umgekehrt vermitteln
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[Puklin-Faucher09].
Zellen können zusätzlich die Aktivität der Integrine über ihre Aﬃnität zu den spe-
ziﬁschen Rezeptoren regulieren. Dies erfolgt über die Aktivierung der Integrine. In
der inaktiven Phase sind die Bindungsstellen der Integrine durch die angewinkelten
Kopf- und Endstücke des Proteins räumlich geschützt und können nicht durch die
Rezeptoren erreicht werden. In der aktiven Phase ändert sich die angewinkelte Form
des Proteins derart, dass die Bindungsstellen zugänglich für die Rezeptoren werden
[Carman03].
1.2.3 Fokale Adhäsion
Fokale Adhäsionen (FA) sind Proteinkomplexe bestehend aus vielen Molekülen, die
eine regulierende Funktion haben [Geiger01] [Geiger09]. Sie ermöglichen die Anhaf-
tung von Zellen an ihre extrazelluläre Matrix (EZM) und werden über ein Zusam-
menspiel vom Zytoskelett und speziﬁschen Adhäsionsstrukturen realisiert [Zamir01].
Die Funktion dieser Komplexe besteht darin, mittels transmembraner Proteine (vgl.
Integrine in Abschnitt 1.2.2) einen Kontakt zwischen dem Zellinneren und der EZM
aufzubauen [Geiger01]. Die transmembranen Integrinmoleküle sind im inneren Teil
der Zelle über den Fokalen Komplex Plaque an das Aktin-Zytoskelett gekoppelt
[Berrier07] [Humphries07]. Diese Kopplung erfolgt jedoch nicht direkt, sondern durch
einen großen Proteinkomplex bestehend aus bis zu 100 Proteinen [Puklin-Faucher09].
Die Verbindung vom Aktin-Zytoskelett mit der extrazellulären Matrix über FA er-
möglicht es der Zelle, sowohl äußere mechanische Reize in das Zellinnere zu leiten
und darauf zu reagieren, als auch selbst Zellkräfte zu generieren und diese auf die
extrazelluläre Matrix zu übertragen [Frame10] [Geiger09] [Rape10]. In diesem Zu-
sammenhang werden Fokale Adhäsionen oft in Verbindung mit Mechano-Sensoren
(vgl. Abschnitt 1.3.1) gebracht [Geiger02] [Katsumi04] [Galbraith02] [Vogel06]. Die
Lebensdauer, Größe und Form der FA wird maßgeblich über wirkende Kräfte auf
die FA bestimmt, unabhängig davon ob es sich um geäußerte Kräfte des Zytoske-
letts oder um äußere Kräfte handelt [Yoshigi05] [Mould04] [Nicolas04]. Diese Eigen-
schaften sind auf die FA und Integrine wirkenden Kräfte zurück zu führen, die eine
vermehrte Integrin-Aktivierung zur Folge hat und damit die Fokale Adhäsion durch
einen anwachsenden Plaque verstärkt [Katsumi04] [Tamada04].
Darüber hinaus spielen Mikrotubuli neben dem Aktinnetzwerk ebenfalls eine wichti-
ge Rolle in der Entwicklung einer FA, indem sie ihre Dynamik, Form und Stabilität
beeinﬂussen [Small02] [Kaverina02].
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1.3 Zell-Mechanik
Lebende Zellen sind in der Regel in einer mechanischen Umgebung eingebettet, die
sich ständig verändern kann. Ein gängiges Beispiel stellt der Puls in den Blutgefäßen
dar, bei der die Zellen einer ständigen Kompression und Dehnung in den Adern und
Venen ausgesetzt sind. Sie müssen daher in der Lage sein, sich an diese mechanischen
Veränderungen anzupassen [Campbell10]. Daher spielen die mechanischen Eigen-
schaften und Wechselwirkungen von Zellkomponenten sowie innere Spannungen des
Zytoskeletts eine grundlegende Rolle in zahlreichen physiologischen Prozessen wie
z.B. Adhäsion, mechanische Stabilität und vor allem in der Zellmigration [Wehrle03]
[Chen97] [Schoumacher10]. In den folgenden Unterabschnitten werden einige Punkte
zu diesem Thema, die mit dieser Arbeit eng verbunden sind, vorgestellt.
1.3.1 Zellmechanische Sensoren
Die Wahrnehmung der Umgebung einer Zelle und deren Veränderungen sind zusam-
men mit einer entsprechenden Reaktion auf diese eine überlebenswichtige Fähig-
keit [Geiger02] [Katsumi04] [Vogel06]. Die Signalübertragung über Fokale Adhäsion
versorgt eine Zelle darüber hinaus mit wichtigen Informationen über die mecha-
nischen Eigenschaften ihrer unmittelbaren Umgebung wie z.B. die topographische
Beschaﬀenheit oder Steiﬁgkeit, und ermöglicht es der Zelle sich darauf einzustellen
[Bershadsky06] [Pelham97] [Bischofs03]. Ein wesentlicher Bestandteil dieser Arbeit
ist in diesem Zusammenhang die Zellreaktion der Panc-1 Zellen auf eine topogra-
phisch veränderte Umgebung, die z.B. die Migrationseigenschaften beeinﬂussen (vgl.
Abschnitt 1.3.2). Infolgedessen ist die zelluläre mechanische Wahrnehmung ein sehr
komplexer Prozess, der bis heute nicht vollständig verstanden ist. Wirkt ein mecha-
nischer Reiz auf die FA einer Zelle, so wird eine Kaskade von Proteinreaktionen und
die Aktin-Myosin Maschinerie in Gang gesetzt, die zusammen letztendlich zu einer
Zellreaktion führen [Mizutani2009] [Wang06] [Lee10]. In diesem Prozess wirken eine
ganze Reihe von Proteinen und Mechanismen zusammen und treten darüber hinaus
gegenseitig in Wechselwirkung, wodurch einzelne Zusammenhänge nahezu unmöglich
festzustellen sind [Schwartz09] [Puklin-Faucher09] [Geiger01]. Infolgedessen gestaltet
es sich als sehr schwierig eine klare Deﬁnition von zellmechanischen Sensoren eindeu-
tig zu deﬁnieren. Der Sachverhalt deutet eher auf ein Zusammenspiel verschiedener
Elemente hin, die in ihrer Gesamtheit als zellmechanische Sensoren wirken. Hierzu
wurden in der Vergangenheit eine Reihe von Experimenten durchgeführt, um die
mechanosensitiven Eigenschaften von Zellen zu untersuchen [Ingber2003] [Wang06]
[Alenghat02]. Einige der bekanntesten Beispiele für die zellmechanischen Sensorele-
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mente sind neben anderen z.B. Dehnungsaktivierte Ionenkanäle, Integrin vermittelte
Fokale Adhäsion und das Zytoskelettsystem [Hayakawa08] [Geiger09] [Matthews06]
[Schoumacher10].
1.3.2 Zell-Migration
Migration ist eine essentielle Fähigkeit von Zellen, die sowohl in physiologischen als
auch bei phatologischen Prozessen im menschlichen Körper eine wichtige Funktion
einnimmt. Sie spielt neben anderen Zellfunktionen eine Schlüsselrolle bei Embryoge-
nese, Wundheilung und Metastasierung bei Krebs [Keller02] [Wang2001] [Ingber08].
Im Allgemeinen unterliegen Zellen während der Migration physikalischen und chemi-
schen Signalen, die zusammen den Migrationsmechanismus dirigieren [Fouchard11]
[Hood02] [Wang2001]. Bekannte Vertreter der physikalischen Signale sind Durota-
xis und Contact-Guidance. Durotaxis beschreibt in diesem Zusammenhang die Be-
einﬂussung der Migrationsrichtung durch die Veränderung der Oberﬂächensteiﬁg-
keit, bei den Zellen bevorzugt in Richtung der steiferen Bereiche der Oberﬂäche
migrieren [Lo00] [Pelham97] [Wang2001]. Bei der Contact-Guidance wird die Migra-
tionsrichtung durch eine veränderte Oberﬂächengeometrie beeinﬂusst, die je nach
Beschaﬀenheit der Topographie eine bevorzugte Migrationsrichtung vorgeben kann
[Loesberg06] [Doyle09]. So können mikro- oder nanostruktuierte Oberﬂächen die Mi-
grationsrichtung beeinﬂussen, wie sie in dieser Arbeit beobachtet wurden [Teixeira03]
[Frey06] [Saez07] [Hamilton10]. Als chemische Signale dienen meist attraktive Lock-
stoﬀe, die die Migration der Zellen entlang eines Gradienten hin zum Lockstoﬀ lenken
[Haastert10]. Der Migrationsprozess wird hierbei hauptsächlich durch die Umstruk-
turierung des Zytoskeletts zusammen mit der Bildung und Auﬂösung von Fokalen
Adhäsionen gesteuert [Wehrle03] [Etienne04] [Ballestrem00]. Sie lässt sich in vier
Teilschritte gliedern [Ridley03] [Bretscher08]:
(a) Bildung der Vorläufer am führenden Zellrand (Protrusion)
(b) Adhäsion an die Extra-Zellulare-Matrix
(c) Verlagerung vom Schwerpunkt der Zelle in Migrationsrichtung
(d) Lösen und Abzug des hinteren Zellkörpers
In diesem Zusammenhang ist das Aktinzytoskelett die treibende Kraft für den vor-
deren Bereich der Zellperipherie, der die Bildung und Förderung der Vorläufer
bestimmt [Clainche08] [Wehrle03] [Li05]. Nach der Ausbildung der Vorläufer set-
zen die Fokalen Adhäsionen mittels der Integrine ein [Puklin-Faucher09] [Geiger01]
[Geiger09]. Sie dienen als Ankerpunkte für die darauf folgenden Zugkräfte, die vom
Aktinnetzwerk geäußert werden [Pellegrin07]. Im dritten Schritt wird mittels des
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Aktinnetzwerks der Zellkörper verlagert. Im letzten Teilschritt werden die Fokalen
Adhäsionen im hinteren Bereich der Zelle gelöst, bei der überwiegend Mikrotubuli
wirken [Ballestrem00] [Ridley03] [Doyle09].
1.3.3 Morphologische Zellreorganization durch Kräfte
Ein interessantes Teilgebiet der Zellforschung stellt die morphologische Umstruk-
turierung einer Zelle aufgrund von wirkenden Kräften dar [Wang01] [Chancellor10].
Diese treten in vivo z.B. bei Kompression, Dehnung und Scherkräften in den Blutge-
fäßen auf [Malek96] [Suciu97]. Auf Zellen wirkende Kräfte spielen sowohl bei physio-
logischen als auch bei phatologischen Prozessen wie z.B. Embryogenese, Zellteilung
und Wundheilung eine wichtige Rolle [Ingber2003-1] [Alenghat02]. In diesem Zusam-
menhang dienen die wirkenden Kräfte häuﬁg als Signale auf Zellen, indem sie z.B.
die Zellmorphologie, Migrationsrichtung, Fokale Adhäsionen oder innere Bestand-
teile wie das Aktinnetzwerk beeinﬂussen und bestimmte Zellreaktionen hervorrufen
[Hayakawa00] [Lee10] [Rape10] [Goldyn09].
Eine weit verbreitete Methode um mechanische Kräfte künstlich von außen auf Zel-
len wirken zu lassen, stellen Dehnungsversuche dar (vgl. Abschnitt 2.3.2 auf Seite
44). In diesen können adhärente Zellen auf elastische Substrate, wie z.B. aus PDMS,
gedehnt bzw. gestaucht werden und dadurch Kräfte auf die Zellen ausüben [Jung].
Besonderes Interesse erfährt die Morphologie der Zelle und die Umstrukturierung
innerer Bestandteile wie des Aktinnetzwerks.
Im Folgenden sollen kurz die allgemeinen Erkenntnisse vorgestellt werden.
Morphologie Die meisten adhärenten Zellen reagieren bei zyklischer uniaxialer
Spannung des Substrates mit einer Minimierung der Adhäsionsﬂäche in Zu-
grichtung [Cannas07] [Jung] [Jung08]. In diesem Zusammenhang zeigen vor-
angegangene Arbeiten, dass der Grad der Ausrichtung bei den meisten Zel-
len von der Amplitude der Dehnung abhängt [Neidlinger01] [Jung08]. Ähnlich
verhält es sich mit der Dauer der zellmorphologischen Umstrukturierung senk-
recht zur Zugrichtung. Es besteht ein linearer Zusammenhang zwischen der
benötigten Zeit zur Neuausrichtung der Zelle und der steigenden Amplitude
beim Ziehen des Substrates nach Überschreiten einer Schwelle [Jung] [Jung08].
In der Vergangenheit wurde neben der Amplitudenabhängigkeit auch die Ra-
te der Dehnung pro Zeiteinheit näher untersucht, um deren Wirkung auf die
Umstrukturierung der Zellmorphologie zu bestimmen. Die Raten reichen von
0.0001Hz bis 20Hz. In den meisten Experimenten wurde überwiegend eine
Frequenz von ca. 1Hz verwendet, ähnlich dem physiologischen Ruhepuls von
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Menschen. Einige Arbeiten berichten darüber hinaus, dass eine kritische Deh-
nungsfrequenz fc überschritten werden muss, bevor die morphologische Um-
strukturierung einer Zelle als Reaktion auf eine uniaxiale zyklische Dehnung
einsetzt [Wei08] [Jung08]. Im Gegensatz dazu berichten andere Arbeiten, dass
die Umstrukturierung der Zelle nicht abhängig von der Rate des Ziehens ist,
sondern von der Amplitude der Dehnung abhängt [Wang01] [Cannas07]. Die
Resultate der genannten Arbeiten führen zu widersprüchlichen Ergebnissen
und unterscheiden sich im Verhalten der Zellen. Dies wird im Allgemeinen der
unterschiedlichen Reaktionsfähigkeit und den verwendeten Frequenzen zuge-
schrieben, die je nach verwendeter Zelllinie durch ihre unterschiedlichen Ei-
genschaften abweichen kann.
Innere Bestandteile Abgesehen von den morphologischen Veränderungen, kön-
nen wirkende Kräfte auf eine Zelle darüber hinaus auch zellinnere Bestandtei-
le wie z.B. das Aktinnetzwerk beeinﬂussen [Pollard09] [Pellegrin07] [Suciu97]
[Wehrle03]. Es gibt zahlreiche Untersuchungen bezüglich der Umstrukturie-
rung des Aktinnetzwerks unter uniaxialer zyklischer Dehnung. In allen Arbei-
ten zeigte sich, dass die anfänglich zufällig orientierten Akinstressfasern, sich
senkrecht zur Zugrichtung umstrukturieren [Yoshigi05] [Cannas07] [Dartsch89]
[Wang01] [Kaunas05]. Arbeiten von Hayakawa et al. berichten, dass die Um-
strukturierung der Aktinstressfasern senkrecht zur Zugrichtung bereits nach 15
Minuten zu erkennen ist, während die morphologische Ausrichtung der Zelle
zwei bis drei Stunden beträgt [Hayakawa00]. Zusätzliche Untersuchungen mit
aktinaufbau-hemmenden Stoﬀen wie Cytochalasin B und D zeigen, dass der
Umstrukturierungsprozess ausbleibt. Infolgedessen muss das Aktinnetzwerk
eine entscheidende Rolle bei der morphologischen Umstrukturierung spielen
[Hornberger05] [Langevin05]. Die Ergebnisse legen die Schlussfolgerung nahe,
dass aufgrund der Zeitverzögerung zwischen der Aktinumstrukturierung und
Zellmorphologie zusätzliche Mechanismen wie z.B. Fokalen Adhäsionen wirk-
sam sein könnten. So ist beispielsweise bekannt, das Fokale Adhäsionen unter
Krafteinwirkung anwachsen [Bershadsky03] [Balaban01]. Dabei steht die wir-
kende Kraft auf die FA in einem linearen Zusammenhang mit ihrer lateralen
Größe [Kong08]. Zusätzlich zeigen andere Arbeiten eine Ausrichtung der FA
senkrecht zur Zugrichtung unter uniaxialer zyklischer Dehnung des Substra-
tes, ähnlich wie die Umgestaltung der Zellmorphologie [Yoshigi05] [Kaunas05]
[Kong08].
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Neu entwickelte Methoden ermöglichen inzwischen nicht nur Kräfte auf Zellen wir-
ken zu lassen, sondern auch die geäußerten Kräfte von Zellen zu messen [Kaunas05]
[Lee10]. Hierzu dienen z.B. mikrostruktuierte Oberﬂächen wie die Säulen Substrate
(vgl. Abschnitt 2.1.3 auf Seite 37) [Sniadecki07] [Tan03]. Sie ermöglichen über die
Auslenkungen der Säulenspitzen die geäußerten Kräfte von Zellen nach außen zu
messen [Roure05] [Cesa07].
Zusammenfassend lässt sich die weit verbreitete allgemeine Hypothese aufstellen,
dass unter uniaxialer zyklischer Spannungen stehende Zellen, ihre Morphologie und
andere Elemente wie das Aktinnetzwerk und Fokale Adhäsionen senkrecht zur Zu-
grichtung ausrichten und anpassen, um Spannungen innerhalb der Zelle zu minimie-
ren und Störungen der inneren Bestandteile zu mindern [Jung08] [Yoshigi03].
1.3.4 SPC-Eﬀekt auf das Keratin-Zytoskelett
Sphingosylphosphorylcholin (SPC) ist ein natürlicher biologisch aktiver Lipid, der
bei Frauen mit Eierstockkrebs in einem erhöhtem Maß vorkommt. Es ist an einer
Vielzahl von biologischen Prozessen wie z.B. Wundheilung, Zellmigration und Zell-
wachstum beteiligt [Wakita98] [Boguslawski00] [Seuﬀerlein95]. Darüber hinaus wird
ihm eine wichtige Funktion in der Krebsbiologie, speziell bei der Metastasierung,
nachgesagt [Boguslawski00] [Pyne10]. In diesem Zusammenhang untersuchte Beil et
al. die Wirkung von SPC auf das Keratinnetzwerk [Beil03]. Es zeigte sich, dass die
SPC-Behandlung, einhergehend mit einer Veränderung der viskoelastischen Eigen-
schaften der Zelle, zu einer Umstrukturierung des Keratinnnetzwerks im Zytoplasma
führt. Hierbei wird das anfängliche Keratinnetzwerk, das normalerweise maschenar-
tig gebündelt vom perinuklearen Bereich der Zelle bis hin zur Zellperipherie reicht,
umstrukturiert [Windoﬀer06] [Hatzfeld85]. Die Ursache der Umstrukturierung wird
der einhergehenden SPC induzierten Phosphorylierung an der Stelle Ser52 am K18
Polymer zugeschrieben [Omary98]. Experimente mit phosphorylierungshemmenden
Mitteln zeigten ein Ausbleiben der Umstrukturierung [Toivola97]. Nach etwa 15 Min.
der Zugabe vom SPC startet die Umstrukturierung der Keratinﬁlamente von der an-
fänglich bis zur Zellperipherie ausgeweiteten Form in eine perinukleare, ringartige
Struktur [Beil03]. Die Umstrukturierung erreicht nach etwa 45 Min. ihren Höhe-
punkt. In diesem Zustand ist der größte Teil des Keratins um den Nukleus herum
konzentriert [Beil03] [Kölsch10] [Kölsch09].
Die Auswirkungen auf das Zytoskelett und dem damit verbundenem Zellverhalten,
wie Zellmorphologie, Migration und Orientierung der einzelnen Elemente wie Aktin,
Keratin und deren Interaktion war die Zielsetzung dieser Doktorarbeit.
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1.4 Physikalische Zellmodelle
Biologisches Gewebe und besonders Zellen sind hochkomplexe Systeme, die neben
anderen Komponenten hauptsächlich aus einem polymerbasiertem Material aufge-
baut sind. Ihr Verhalten und ihre Reaktion auf Signale von außen werden größ-
tenteils von den Veränderungen der unmittelbaren Umgebung (EZM) beeinﬂusst
[Geiger02] [Geiger09]. Einfache physikalische Modelle können das Verhalten einer
Zelle als Reaktion auf ein Signal von außen beschreiben und wiedergeben. In den
letzten Jahrzehnten wurden einige Modelle für das Zellverhalten entwickelt, die jede
für sich zwar gewisse Aspekte und Reaktionen von Zellen richtig vorhersagen und im
Einklang mit gemessenen Werten stehen, jedoch erscheint ein vereinigtes Gesamt-
model für eine Zelle im Moment nicht erreichbar [Kasza07] [Trepat07] [Ingber2008]
[Schwarz06]. In den folgenden Unterabschnitten werden hierzu einige Modelle zur
Charakterisierung von Zellen und ihren Eigenschaften vorgestellt.
1.4.1 Viskoelastische Materialien
Eine charakteristische Eigenschaft eines Materials ist das Verhalten auf eine ange-
legte mechanische Spannung oder Dehnung. In der Regel hängt die Veränderung
von der Rate bzw. der Dauer der angelegten Belastung ab. Diese Abhängigkeit kann
zur Unterscheidung herangezogen werden, ob es sich beim Material, um einen elas-
tischen Festkörper oder eine viskose Flüssigkeit handelt. In diesem Zusammenhang
werden Zellen als viskoelastische Materialien bezeichnet, da sie Charakteristika bei-
der Zustände aufweisen [Kasza07]. Die Deformation eines Materials als Reaktion
auf eine mechanische Belastung kann über das Hookesche Gesetz in Gleichung 1.1
beschrieben werden. Die Gleichung 1.1 beschreibt das elastische Verhalten von Fest-
körpern, deren elastische Verformung proportional zur einwirkenden Belastung ist.
Dieses Verhalten ist z. B. typisch für Metalle bei kleinen Belastungen.
σ = Ey  bzw.
dσ
dt
= Ey
d
dt
(1.1)
Hierbei beschreibt σ die angelegte Spannung zur resultierenden Dehnungsrate d/dt
mit Ey als das Elastizitätsmodul. Wird das Elastizitätsmodul E durch die Viskosität
η ersetzt, so erhält man das viskose Verhalten von Flüssigkeiten. Die Gleichung 1.1
beruht auf einer linearen Annährung des Spannungs- σij und Dehnungstensors ij,
bei der sie einem zwei Komponenten System als elastische Feder mit dem Elasti-
zitätsmodul E und einem Dämpfungsglied mit der Viskosität η entspricht. Es gibt
eine Reihe von Verknüpfungen für Gleichung 1.1 in mehreren Modellen, die zur Be-
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schreibung von viskoelastischem Verhalten biologischer Materialien dienen [Fung93]
[Thoumine99]. Zwei einfache Systeme aus den Verknüpfungsmöglichkeiten stellt das
Maxwell- und Kelvin-Model dar.
Das Maxwell-Model beschreibt vorrangig newtonsche Flüssigkeiten und Strömun-
gen. Die Verknüpfung beider Komponenten besteht aus einer in Reihe geschalteten
Feder und einem Dämpfungsglied. Auf diese Weise summieren sich die Elemente der
Dehnung im System unter einer gleichmäßigen Spannung σ zu:
σ = σ1 = σ2 und  = 1 + 2 (1.2)
Setzt man die Gleichung 1.1 in die diﬀerenzierte Gleichung 1.2 ein, so ergibt sich für
das Maxwell-Model folgende Gleichung:
d
dt
=
1
E
dσ
dt
+
σ
η
(1.3)
Im Falle der gleichmäßigen Dehnung  = 0 kann die Gleichung 1.3 leicht integriert
werden und sagt einen exponentiellen Abfall der Spannung des Materials mit der
charakteristischen Relaxationszeit τ0 = η/E vorher:
σ = σ0 e
−t/τ0 (1.4)
Das Kelvin-Model besteht aus denselben Elementen wie das Maxwell-Model, jedoch
mit dem Unterschied, dass die Elemente parallel statt in Reihe geschaltet sind. Diese
Anordnung der Feder und des Dämpfungsglieds führt zu einer gleichförmigen Deh-
nung statt einer Spannung wie beim Maxwell-Model. Die Gesamtspannung lässt sich
ähnlich wie Gleichung 1.2 mit  = 1 = 2 und σ = σ1 +σ2 aufsummieren. Die einzel-
nen Teilspannungen können über die entsprechende Gleichung 1.1 erhalten werden.
Setzt man diese in σ und  ein, so kann das Kelvin-Model wie folgt beschrieben
werden:
d
dt
=
σ
η
− E 
η
(1.5)
Unter einer gleichmäßigen Spannung σ = σ0 hat die Diﬀerentialgleichung 1.5 mit
 = J(t) σ eine einfache Lösung. Hierbei stellt J(t) eine Art Kriechfunktion dar (creep
compliance function). Im Einzelnen sieht die Gleichung mit der charakteristischen
Relaxationszeit τ0 = η/E wie folgt aus:
 =
σ0
E
( 1 − e−t/τ0) (1.6)
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Die Funktion J(t) beschreibt den Verlauf der Materialdehnung während einer ange-
legten gleichmäßigen Spannung. Die erzielte Dehnung des viskoelastischen Körpers
wird aber durch das Dämpfungsglied mit der Viskosität η zeitlich verzögert. Im Ge-
gensatz dazu beschreibt die Relaxationsfunktion die Veränderungen einer Druck-
oder Zugspannung während einer gleichmäßigen Dehnung.
Aufgrund der komplexen Struktur von Zellen und ihren viskoelastischen Eigenschaf-
ten kann sie nicht durch ein einziges Maxwell- oder Kelvin-Modell beschrieben wer-
den. Daher geht man zu verallgemeinerten Modellen mit verketteten Verknüpfungen
dieser Modelle über. Obwohl in den letzten Jahren neue Ansätze entwickelt und
geprüft wurden, konnten sich nur wenige Modelle auf dieser Basis für vereinfachte
Situationen etablieren. So wird beispielsweise das Kelvin-Model zur Beschreibung
für Experimente mit beidseitig adhärenten Zellen an zwei gegenüberliegenden Ober-
ﬂächen verwendet, wie z.B. bei der single cell force spectroscopy [Schmitz08] [Beil03].
1.4.2 Two-string-Model
Die Wechselwirkung zwischen einer Zelle und ihrer unmittelbaren Umgebung (EZM)
über Fokale Adhäsionen ist eine Schlüsselfähigkeit, die an verschiedenen physio-
logischen Prozessen beteiligt ist [Li05] [Ingber08] [Wang2001]. Das Verhalten von
adhärenten Zellen wird maßgeblich von den chemischen, topographischen und me-
chanischen Eigenschaften der Öberﬂäche, an dem sie anhaften, bestimmt [Curtis98]
[Curtis01]. In diesem Zusammenhang dienen die Fokalen Adhäsionen als mecha-
nische Sensoren (vgl. Abschnitt 1.2.3 auf Seite 17 und Abschnitt 1.3.1 auf Seite
18) [Geiger02] [Katsumi04]. Folglich wird angenommen, dass die Ausbildung einer
Fokalen Adhäsion der erste Schritt der mechanischen Signalübertragung darstellt
[Vogel06]. Im Verlauf dieses Prozesses äußert die Zelle Kräfte auf ihre EZM aus und
reagiert auf die elastischen Eigenschaften der Umgebung ähnlich zur erzielten Aus-
lenkung einer Feder durch eine wirkende Kraft. In diesem Zusammenhang wurde in
den letzten Jahren ein Model für die prinzipielle biomolekulare Bindung der Zelle
an die EZM entwickelt, die die intrazellulären Kräfte und extrazelluläre Elastizi-
tät verknüpft und als das two-spring model von Schwarz U. et al. bezeichnet wird
[Seifert00] [Schwarz06]. Dieses Model beschreibt die Wechselwirkung der Zelle mit
ihrer Umgebung, bei der intrazelluläre Kräfte und elastische Eigenschaften der EZM
durch harmonische Federn verkörpert werden, die in Reihe geschaltet sind. Die ef-
fektive Federkonstante K des gesamten Systems wird durch die Reihenschaltung der
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Federn in der Gleichung 1.7 beschrieben:
1
K
=
1
Ke
+
1
Ki
(1.7)
Die eﬀektive Federkonstante K wird hauptsächlich durch die Feder mit der kleine-
ren Federkonstanten bestimmt. Die aufgrund von intrazellulären Kräften erzeugten
Spannungen in der Zelle werden hauptsächlich über die Verschiebung der moleku-
laren Motoren wie z.B. MyosinII gesteuert und können daher über eine linearisierte
Kraft-Geschwindigkeits-Relation ν(F ) dargestellt werden [Chancellor10]:
ν(F ) = ν0
(
1 − F
FS
)
(1.8)
Hierbei beschreibt ν(F ) die molekulare Motorgeschwindigkeit und FS die maximale
Stellkraft. Während der Kraftwirkung steht die Feder unter Spannung und kann
die Energie im statischen Fall nach W = F 2/2K speichern. Folglich muss weniger
Arbeit für ein gewisses Grad an Kraft investiert werden, je steifer die Umgebung ist.
Im dynamischen Fall gilt dW/dF = F/K. Die aufgewendete Energie der Zelle auf
ihr Zytoskelett lässt sich dadurch mittels Gleichung 1.8 zu folgender Gleichung 1.9
bestimmen:
dW
dt
=
F
K
dF
dt
= F · ν(F ) (1.9)
Integration von Gleichung 1.9 führt zur folgenden Gleichung mit der charakteristi-
schen Zeit tk = FS/ν0K. :
F (t) = FS
(
1 − e−t/tk) (1.10)
Letztendlich steht die mittlere Lebensdauer T der Bindung in einem reziproken
Verhältnis zu deren Auﬂösungsrate koff [Bell78]:
T =
1
koff
=
1
k0
e−FS/F (1.11)
Gesetzt den Fall einer steifen Umgebung, einhergend mit einem hohen Wert für K
und unter der Annahme einer gleichmäßigen Elastizität Ki der beteiligten intra-
zellulären Strukturen, lässt sich unter Verwendung der Gleichungen 1.10 und 1.11
schlussfolgern, dass die charakteristische Zeit für die Kraftübertragung kleiner ist
als die mittlere Lebensdauer der Bindung (tk < T ) [Bell78] [Schwarz06]. In diesem
Fall misst die Zelle die konstante Belastung mit der maximalen Stellkraft FS. Sind
die Verhältnisse der Umgebung weicher und damit K kleiner, so ist die Belastung
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näherungsweise linear zu ihrer Rate FS/tk. In diesem Fall ist die charakteristische
Zeit größer als die mittlere Lebensdauer der Bindung (tk > T ). Dies hat zur Folge,
dass die Bindung mit der Dissoziationsrate k0 zerfällt bevor die Wirkung der Kraft
relevant wird.
Zusammenfassend beschreibt dieses Model die Wechselwirkung einer Zelle mit ihrer
EZM mittels der Fokalen Adhäsionen, die Kräfte übertragen können. Zur Ausbil-
dung einer FA ist ein gewisser Grad von Kräften nötig, um relevante Signalwege
zu aktivieren. Nur wenn lokal eine Mindeststeiﬁgkeit vorhanden ist, können genug
Kräfte geäußert werden, um eine FA auszubilden. Verschiedene Experimente mit
Steiﬁgkeitsgradienten der Substratoberﬂäche zeigen in diesem Zusammenhang z.B.
eine bevorzugte Polarisation und Migrationsrichtung der Zellen hin zu steiferen Be-
reichen der Substratoberﬂächen (Durotaxis) [Lo00] [Saez07] [Pelham97] [Wang2001].
1.4.3 Tensegrity-Model
Jede adhärente eukaryotische Zelle übt Kräfte auf ihre Umgebung aus. Darüber hin-
aus unterliegen angesiedelte Zellen im Herzen, Lunge oder Darm einer ständigen
periodischen Kraft z.B. in Form von Dehnung. Als Reaktion auf eine solche Kraft
können Zellen ihr Zytoskelett versteifen, Zugkräfte erhöhen und sich den Gegeben-
heiten durch Umstrukturierung innerer Bestandteile wie das Aktinnetzwerk anpas-
sen [Yoshigi05] [Chancellor10] [Wang01]. Das Tensegrity-Model beschreibt in die-
sem Zusammenhang den Aufbau einer Zelle als Ganzes und deren interne Elemente
zur Stabilisierung der Morphologie [Ingber95] [Ingber03] [Ingber2003] [Ingber2008].
Hierbei ist Tensegrity ein englisches Koﬀerwort, das aus tension (Zugspannung) und
integrity (Integrität) zusammengesetzt ist.
Ausgangspunkt von diesem Model ist, dass die ganze Zelle als ein vorgespanntes Ge-
rüst betrachtet wird. In diesem Zusammenhang werden Zugkräfte von Aktin- und
Intermediärﬁlamenten des Zytoskeletts ausgeübt und durch Strukturen wie Foka-
le Adhäsionen und Mikrotubuli als Druckstäbe ausgeglichen, die der Kompression
entgegenwirken [Ingber03]. Darüber hinaus können, je nach Struktur oder Größe,
einzelne Filamente gleichzeitig zwei Funktionen wie Druck oder Zugspannung aus-
üben. Ein Beispiel hierfür sind z.B. steife Aktinﬁlamentbündel, die Druckspannun-
gen in den Filopodien ausüben können. Die Zugspannungen für die Stabilisierung
der Zelle werden hauptsächlich über die zusammenziehbare Aktinmyosin Maschi-
nerie erzeugt [Cai10] [Mizutani2009]. Einen weiteren Beitrag zur Vorspannung der
Zelle entstammt der Zelldeformation aus einer FA und den erzeugten Kräften bei
der Filamentpolymerisierung. Zusätzlich können Intermediärﬁlamente entlang ihrer
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Struktur Aktinfasern, Mikrotubuli und die Oberﬂäche des Nukleus an vielen Stellen
miteinander verbinden [Fuchs94] [Fuchs98] [Goldman08]. Sie erhöhen auf diese Weise
die mechanische Festigkeit der Zelle, durch ihre Fähigkeit als verknüpfende Seile zu
wirken [Goldman08] [Helfand04] [Helfand03]. Darüber hinaus ist das Zytoskelett an
der Zellperipherie mit einem hoch elastischen Kortikalnetzwerk direkt unterhalb der
Zellmembran verbunden. Dies ermöglicht ihr über die FA einen direkten Kontakt
nach außen herzustellen und die FA als Sensor zu benutzen (vgl. Abschnitt 1.3.1 auf
Seite 18). Auf diese Weise können z.B. lokale Veränderungen der EZM oder Defor-
mierungen der Zellmorphologie einen unterschiedlichen Grad von Kräften erzeugen,
was eine veränderte intrazelluläre Biochemie und Mechanik zur Folge hat. Diese
Veränderungen können unterschiedliche Signale als Reaktion hervorrufen, die das
Schicksal der Zelle wie z.B. das Zellwachstum, die Diﬀerenzierung und den Zelltod
beeinﬂussen [Chen97].
Eine einzigartige Eigenschaft, die die Tensegrity Architektur und lebende Zellen
ebenso gemeinsam haben, ist ihre strukturelle Hierarchie, die Systeme in Systemen
verschachtelt. So kann beispielsweise der Nukleus einer Zelle in eine andere nukeleus-
freie Zelle eingesetzt werden, in der sie nach einem Verbinden an ihre neue Umgebung
ihrer Funktion weiter nachgehen kann und folglich nicht an die Ursprungszelle ge-
bunden ist [Ingber03].
Eine häuﬁg verwendete Verbildlichung des Tensegrity-Models stellt ein geodätisches
Zelt dar. Bei diesem Vergleich entsprechen die Verankerungen im Boden den Fo-
kalen Adhäsionen, das Zelt selber der Zellmembran und die Seile und Stangen den
Zytoskelettelementen wie Aktin- und Intermediärﬁlamenten, die die Zelle aufspan-
nen. Wirkt eine Kraft auf eine Zelle oder äußert diese Kraft nach außen, so wird eine
Kaskade von Signalen ausgelöst und das Gerüst passt sich den neuen Gegebenhei-
ten an, indem die zellinneren Bestandteile umorganisiert werden, bis sie ein neues
Gleichgewicht zwischen den Druck- und Zugspannungen erreichen. Die Vorteile einer
solchen Tensegrity-Architektur der Zelle mit isometrischen Spannungen sind die ho-
he Stabilität, das elastische Dehnvermögen und die Möglichkeit einer umgehenden
Reaktion auf externe mechanische Belastungen (vgl. Abschnitt 1.3.3 auf Seite20)
[Ingber03].
Obwohl das Tensegrity-Model eine ganze Reihe von Reaktionen passend beschreiben
kann und der Vergleich mit dem Zelt gut im Einklang mit den phänomenologischen
Beobachtungen steht, gibt es auch andere Möglichkeiten die Gegebenheiten zu er-
klären [Heidemann00]. Ein weiteres Problem von diesem Model ist die vor kurzem
entdeckte Beobachtung, dass Zellen kurzfristig nach einer Kraftwirkung ihre Steiﬁg-
keit erniedrigen und sich verﬂüssigen, was im Widerspruch zum Versteifungsprozess
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beim Tensegrity-Model steht [Trepat07]. Obwohl diese Beobachtung zu einem ande-
ren Modell führte (vgl. Abschnitt 1.4.4), gibt es Arbeiten, die die unterschiedliche
Beobachtung näher untersuchen [Krishnan09] [Chen10]. Zum bisherigen Zeitpunkt
ist es noch unklar, welcher der beiden Prozesse unter welchen Bedingungen sich
durchsetzt und welche Faktoren dafür verantwortlich sind [Krishnan09].
1.4.4 Fluidization-Model
In der Vergangenheit glaubte man, dass die Reaktion einer Zelle auf eine einwirkende
Dehnung immer sehr ähnlich ist. Eine ausgiebig untersuchte Reaktion auf eine Deh-
nung stellt die Versteifung der Zelle dar (reinforcement) [Yoshigi05] [Chancellor10]
[Hayakawa00] [Wang01] [Bershadsky06]. Bei angesiedelten Zellen in Organen wie
Herzmuskel-, Darm- oder Lungenzellen, die einer ständigen Dehnung unterliegen,
könnte jedoch dieser Versteifungsprozess zur Selbstzerstörung führen. Es ist daher
eine biologische Notwendigkeit einen entgegenwirkenden Prozess zu unterhalten, der
für ein Gleichgewicht sorgt. Das Fluidization-Model könnte diesen entgegenwirken-
den Prozess beschreiben. Im Gegensatz zum Tensegrity-Model aus Abschnitt 1.4.3
auf Seite 27 beschreibt das Fluidization-Model eine neu entdeckte andere Reakti-
on der Zelle auf eine von außen wirkende Kraft bzw. Dehnung [Trepat07] [Chen10]
[Krishnan09]. Trepat et al. konnte zeigen, dass der Quotient aus der aktuellen und
der anfänglichen Steiﬁgkeit (G′ = Gaktuell/G0) kurz nach dem Einwirken einer Deh-
nung auf eine Zelle, diese aufweicht und beginnt sich zu verﬂüssigen. Die Steiﬁgkeit
der Zelle nimmt in diesem Prozess kurzfristig stark ab und erreicht langsam nach we-
nigen Minuten den Ursprungszustand wieder [Trepat07]. Ähnlich verhält es sich mit
dem Phasenwinkel δ = tan−1(G′′/G′), der kurz nach Beendigung der Dehnung stark
ansteigt und dann langsam wieder zu seinem Ursprungswert zurück fällt [Trepat07].
Hierbei gilt für hooksche Festkörper δ = 0 und newtonsche Flüssigkeiten δ = pi/2.
Für lebende Zellen gilt 0.15 < δ < 0.50, wonach sie eher den festkörperähnlichen
Stoﬀen zuzuordnen sind.
Die Verﬂüssigung und die verminderte Steiﬁgkeit der Zelle werden in diesem Mo-
del größtenteils der Unterbrechung der Aktin-Myosin Vernetzung zugeschrieben
[Gavara08] [Krishnan09]. Obwohl schon länger bekannt war, dass die Reaktion ei-
ner Zelle auf eine Dehnung die Depolymerisierung von F-Aktinﬁlamenten zur Fol-
ge hat, wurde sie aufgrund ihrer zu klein gehaltenen Rate ausgeschlossen, um das
Fluidization-Model zu erklären [Pender91]. Jüngste Untersuchungen mit Fluores-
zenzmikroskopie bezüglich des F-Aktins in Zellen zeigen jedoch, dass die Verﬂüs-
sigung genau diesem Prozess der Depolymerisierung zugeschrieben werden kann
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[Chen10]. Vorläuﬁge Ergebnisse von Chen et al. zeigen, dass der Gehalt an F-Aktin
einer Zelle vor und sofort nach der Dehnung sich innerhalb kürzester Zeit beinahe
halbiert [Chen10]. Der Grund für diese rapide Abnahme ist jedoch zurzeit noch un-
klar. Es wird angenommen, dass nach der Verﬂüssigung die Zelle ein neues Gleichge-
wicht für ihr Aktinnetzwerk aufbaut abhängig von den Veränderungen einhergehend
mit der Aktin-Myosin Maschinerie, die wieder zur alten Steiﬁgkeit führt [Sheetz10]
[Chancellor10] [Fouchard11].
Kapitel 2
Material und Methoden
Das folgende Kapitel ist in drei Abschnitte untergliedert. Der Erste befasst sich mit
den verwendeten Materialien und Techniken dieser Arbeit (Materialwissenschaftli-
cher Teil). Der zweite Abschnitt beinhaltet die verwendeten biologischen Methoden
und Materialien. Im dritten und letzten Abschnitt werden die biophysikalischen Me-
thoden der Experimente vorgestellt.
2.1 Materialwissenschaftlicher Teil
Zur Durchführung der Experimente wurden in dieser Arbeit Substrate mit drei
unterschiedlichen Oberﬂächen aus demselben Material produziert und verwendet.
Ein Teil der Experimente verwendete Substrate mit einer unstrukturierten ﬂachen
Oberﬂäche (Polydimethylsiloxan-(PDMS)-Substrate). Die Oberﬂächen der restlichen
Substrate waren entweder mit rillenartigen (Rillen-Substrate) oder säulenartigen
Strukturen (Säulen-Substrate) im Mikrometer-Bereich ausgestattet. Eine schema-
tische Darstellung ihrer Herstellung wird in Abbildung 2.1 auf Seite 32 illustriert.
Die Substrate mit der ﬂachen Oberﬂäche wurden durch eine einfache PDMS Ab-
formung aus einer Maske erhalten. Die Herstellung der topographisch mikrostruk-
turierten Oberﬂächen gestaltete sich aufwendiger. Ausgangspunkt für die Rillen-
und Säulen-Substrate stellt die aus Photolack mikrostrukturierte Oberﬂäche mittels
Litographie auf einem Si-Wafer dar. Im Falle der Rillen-Substrate wurde die vor-
strukturierte Oberﬂäche mittels thermischer Aufdampfung von Chrom weiter ver-
arbeitet. Nach der Cr-Aufdampfung wurde der Photolack vom Si-Wafer gelöst und
stellte eine Maske für eine letzte Abformung mittels PDMS dar (vgl. Abbildung
2.1). Zur Herstellung der Säulen-Substrate wurden die zuvor mit Lithographie er-
zeugten Mikrostrukturen weiter mit dem Ionenätzer bearbeitet. Hierbei wurde die
mikrostruktuierte Oberﬂäche vom Si-Wafer solange geätzt bis sich durch die unter-
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schiedliche Abtragrate zwischen Photolack und Silizium ein deﬁniertes Aspektver-
hältnis zwischen der Oberﬂäche vom Photolack und vom Silizium eingestellt hatte.
Im Anschluss wurde der geätzte Si-Wafer einer Abformung aus einem Polyurethan-
gel unterzogen und ausgehärtet. Die neu erhaltene Maske aus Polyurethan diente
als Vorlage für eine letzte PDMS Abformung, die letztendlich das verwendeten End-
substrat für die Säulenstrukturen lieferte.
Abbildung 2.1: Herstellungsschema der verwendeten Substrate. Die Substrate mit der ﬂachen
Oberﬂäche werden durch eine PDMS Abformung aus einer Maske hergestellt (vgl. Abschnitt 2.4 auf
Seite 39), während die Säulen und Rillen-Substrate zusätzlichen Prozessen unterzogen werden (vgl.
Abschnitt 2.1.3 und Abschnitt 2.1.4). Die hergestellten Rillen-Substrate besaßen einmal eine Breite
und Lücke zwischen den Rillen von 2µm und einmal 4µm (a=d=2,4µm). Die Höhe der Rillen betrug
h=200nm und h=350nm. Die Säulen-Substrate hatten einen Durchmesser von d=4µm mit einer
Höhe von ca. h=8.7µm. Der Abstand zwischen den quadratisch angeordneten Säulen-Mittelpunkten
betrug a=10µm.
Die folgende Tabelle 2.1 enthält die Werte für die Dimensionierung der hergestellten
Säulen und Rillen-Substrate.
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Struktur Durchmesser [µm] Abtand [µm] Höhe [µm]
Säulen 4 10 8.7
Struktur Breite [µm] Abtand [µm] Höhe [µm]
Rillen 2 2 0.2
Rillen 4 4 0.2
Rillen 2 2 0.35
Rillen 4 4 0.35
Tabelle 2.1: Darstellung der Dimensionierung der verwendeten Säulen und Rillen-Substrate.
Eine detaillierte Erklärung zur Herstellung der verwendeten Substrate wird in den
folgenden Unterabschnitten 2.1.1 bis 2.1.5 beschrieben und vorgestellt.
2.1.1 Photolithographie
Zur Herstellung einer Maske für die Abformung der Rillen- und Säulenstrukturen im
Mikrometer-Bereich wurde die Photolithographie eingesetzt. Das Prinzip der Photo-
lithographie beruht auf den lichtempﬁndlichen Photolacken. Im Allgemeinen beste-
hen Photolacke aus Polymeren, deren Löslichkeit sich durch eine geeignete Belich-
tung verändert. Man unterscheidet zwischen Positiv- und Negativlacken. Der Unter-
schied besteht in der verschiedenen Löslichkeit der belichteten Bereiche des Lacks.
Bei Positvlacken wird durch Belichtung das Polymernetzwerk im Lack geschwächt,
was zu einer erhöhten Löslichkeit führt. Im Gegensatz dazu wird bei Negativlacken
durch Belichtung eine Polymerisation in Gang gesetzt, die die Löslichkeit ernied-
rigt. Dieser Unterschied wirkt sich später im Entwicklungsprozess auf die erzeugten
Strukturen aus. Man erhält beim Positivlack eine Struktur, die identisch ist mit
dem Muster der Cr-Photomaske. Im Falle des Negativlacks entspricht die Struktur
dem invertierten Muster der Cr-Photomaske. Zur Herstellung der Substrate für die-
se Arbeit wurde der Positivlack S1818 der Firma Dow Chemical (Michigan USA)
verwendet [S1818].
Der Photolithographieprozess für den S1818 Lack lässt sich in fünf Teilprozesse un-
terteilen und wird im Folgenden detaillierter beschrieben:
Vorbehandlung Für einen guten Kontakt zwischen dem Photolack und dem Si-
Wafer ohne Einschlüsse müssen die Si-Wafer möglichst rein und wasserfrei sein.
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Zu diesem Zweck wurde der Si-Wafer (3 Zoll, 100 Orientierung, p-type, Siegert
Consulting, Aachen Deutschland) als erstes 2 Stunden in eine Carosche Lösung
gelegt. Die Carosche Lösung besteht aus einer 30%igen Wasserstoﬀperoxidlö-
sung und konzentrierter Schwefelsäure im Volumenverhältnis 1:3. Im Anschluss
wurde der Wafer vor der Beschichtung mit dem Photolack erst in Aceton und
danach in eine Isopropanol-Lösung jeweils drei Minuten lang gelegt, um grobe
Verunreinigungen an der Oberﬂäche zu beseitigen. Danach wurde der Wafer
mit Reinstwasser umspült. Zum Schluss wurde der Si-Wafer 10 Minuten auf
eine 200°C heiße Kontaktheizplatte (Präzitherm von LHG Laborgeräte GmbH,
Deutschland) gelegt, um das an der Oberﬂäche beﬁndliche Wasser in die Gas-
phase zu bringen.
Beschichtung Im zweiten Schritt wurde der Si-Wafer mittig in einem Spincoater
(WS-400B-6NPP-Lite, Laurell Technologies Corp., USA) eingesetzt und Ver-
unreinigungen mit der Stickstoﬀ-Pistole entfernt. Danach wurden 3ml vom
S1818 Lack aufgebracht. In einem zweistuﬁgen Prozess wurde der Lack erst
grob auf den Wafer verteilt und im zweiten Schritt auf die gewünschte Schicht-
dicke eingestellt. In der ersten Stufe drehte sich der Spincoater hierzu 5 Se-
kunden mit 500 Umdrehungen/Minute und in der zweiten Stufe wurde 30
Sekunden lang eine Drehzahl von 3000 U/min eingestellt, um die gewünschte
Schichtdicke zu erhalten. Unter den genannten Bedingungen stellte sich eine
Schichtdicke von ca. 1.8µm ein.
Wärmebehandlung Nach der Belackung vom Si-Wafer wurden die enthaltenen
Lösungsmittel durch Erhitzen auf einer 115°C warmen Kontaktheizplatte eine
Minute lang aus dem Lack in die Gasphase gebracht. Durch die Verdunstung
der Lösungsmittel wurde der Photolack verdichtet und damit stabiler. Dies
führte zu einem besseren Kontakt zwischen dem Photolack und dem Si-Wafer
und eine Wulstbildung am Rand des Wafers blieb aus. Im Anschluss wurde
der Si-Wafer fünf Stunden bei Raumtemperatur gelagert.
Belichtung Im nächsten Schritt erfolgte die Belichtung durch eine mikrostruktu-
rierte Chrom-Photomaske (ML&C, Jena Deutschland) vom belackten Si-Wafer
mit dem manuellen Mask-Aligner MJB4 (Süss-Microtech, Deutschland). Beim
Belichten wurde ein Filter (LIF350) verwendet, der nur Wellenlängen oberhalb
von 350nm durchlässt, um durch Wellenlängen kleiner als 350nm entstehen-
de Reaktionen im Lack zu unterdrücken. Die Belichtung vom Lack, mit einer
Dauer von zwei Sekunden, erfolgte über einer 350W Hg-Dampﬂampe amMask-
Aligner mit einer Wellenlänge von 365nm. Für einen gleichmäßigen Kontakt
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zwischen Chrommaske und Si-Wafer wurde im Hard-Contact Modus ein An-
pressdruck (WEC) von 1.7bar eingestellt. Die Bindungen im S1818 Photolack
werden in den belichteten Bereichen geschwächt und können im anschließenden
Schritt abgetragen werden.
Entwickeln Im letzten Schritt wurden die belichteten Bereiche vom Photolack in
der Entwicklerlösung MF-319 Microposit Developer (MicroChem, USA) 30 bis
max. 40 Sekunden herausgelöst. Anschließend wurde der Si-Wafer mit Reinst-
wasser gespült, um Rückstände des Entwicklers zu beseitigen. Danach wurde
der Wafer mit der Stickstoﬀpistole trocken geblasen. Der Si-Wafer liegt am
Schluss in den gelösten Bereichen des Photolacks frei.
Nach der Photolithographie erhält man abhängig von der Wahl der Chrom-
Photomaske eine vorstrukturierte Oberﬂäche im Mikrometer-Bereich für die Rillen-
oder Säulen-Substrate. Eine detaillierte Dimensionierung der erzeugten Strukturen
ist in der Tabelle 2.1 auf Seite 33 hinterlegt.
2.1.2 Reaktives Ionenätzen
Die Erzeugung von Strukturen mittels reiner Photolithographie mit großen Aspekt-
verhältnissen zwischen Höhe und Durchmesser, wie beispielsweise bei Säulenstruktu-
ren im Mikrometer-Bereich, gestaltet sich durch den großen Oberﬂächenkontakt und
den damit verbundenen Adhäsions- und Reibungskräften sehr oft als schwierig. Um
dennoch hohe Aspektverhältnisse zu erzielen, kann eine Kombination aus Photolitho-
graphie und Trockenätzprozessen wie die Anisotrope Ionenätzer Technik (RIE, engl.:
Reactive Ion Etching)eingesetzt werden, um diese Probleme bei der reinen Photoli-
thographie zu umgehen. Die mittels Photolithographie hergestellten Strukturen im
Mikrometer-Bereich dienen als Maske für den Ätzprozess. Die entscheidenden Fak-
toren bei dieser Technik sind zum einen eine hohe Selektivität (Verhältnis zwischen
Wafer- und Lackabtrag beim Ätzprozess) und zum anderen eine hohe Anisotropie
des Ätzprozesses. Bei diesem Verfahren werden sowohl chemische als auch physika-
lische Ätzprozesse ausgenutzt [Zengerle07], [Letzkus03].
Beim chemischen Abtrag reagiert das hier verwendete Ätzgas Schwefelhexaﬂuorid
(SF6) mit der Substratoberﬂäche vom Si-Wafer unter Bildung von gasförmigen Pro-
dukten, die durch Vakuumpumpen abtransportiert werden. Dieser Vorgang ist je-
doch weitgehend richtungsunabhängig und damit unzureichend für einen anisotropen
Ätzprozess, da die mittels Photolithographie erzeugten Strukturen aus Photolack im
gleichen Maße abgetragen werden wie das zu ätzende Silizium. Durch die große An-
zahl von unterschiedlichen Ätzgasen kann jedoch eine sehr hohe Selektivität zwischen
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dem Lack und dem Silizium erzielt werden.
Beim physikalischen Abtrag wird ein Ionenplasma durch eine hochfrequente Wech-
selspannung (ICP-Generator) erzeugt [Gabriel05]. Die ionisierten Gasteilchen im
Plasma werden durch eine zweite Wechselspannung (RF-Generator) zur Probe hin
beschleunigt. Aufgrund der Geometrie ist die Flächenladung der Probe groß und die
der Kammer klein. Dadurch werden Ionen stark zur Probe hin, jedoch nur schwach
Richtung Kammer beschleunigt. Daraus ergibt sich ein Nettoﬂuss der Ionen in Rich-
tung der Probe. Beim Aufprall werden durch Impulsübertrag Oberﬂächenatome aus
der Probe herausgeschlagen (Sputter-Eﬀekt). Dieser Vorgang ermöglicht im Ver-
gleich zum chemischen Abtrag einen anisotropen Ätzprozess.
Die Kombination beider Abtrag-Prozesse reicht jedoch für eine hohe Anisotropie
und hohe Aspektverhältnisse nicht aus und muss durch einen Passivierungsschritt
ergänzt werden (Bosch-Prozess) [Bosch]. Hierzu wurde die Oberﬂäche unter Verwen-
dung des Passivierungsgases Triﬂuormethan (HCF3) mit einer dünnen Schutzschicht
versehen, die hauptsächlich durch physikalisches Ätzen entfernt werden kann und na-
hezu innert gegenüber dem chemischen Abtrag ist. Dies ermöglicht einen wirksamen
Schutz der Seitenwände beim chemischen Abtrag. Erst diese Eigenschaft ermöglicht
eine sehr hohe Anisotropie beim Ätzprozess mit senkrechten Seitenwänden und ho-
hen Aspektverhältnissen.
Für die Herstellung der Säulen-Substrate diente beim anisotropen Ätzprozess der
Ionenätzer Plasmalab80 Plus (Oxford Instruments, England). Nach dem Einbau der
zu ätzenden Maske aus der Photolithographie wurde die Probe für eine höhere Se-
lektivität beim Ätzprozess auf -20°C gekühlt [Kroner07]. Der Ätzprozess bestand
aus 4 Teilschritten, die zusammen einen Zyklus darstellen. Nach jedem Ätz- oder
Passivierungsprozess erfolgte ein Abpumpen der Kammer, damit entstandene Ab-
fallprodukte abtransportiert werden konnten, um das Plasma nicht negativ zu be-
einﬂussen. Die Teilschritte und Parameter für den gesamten Ätzprozess sind in der
folgenden Tabelle 2.2 dargestellt.
Schritt t[s] p[mTorr] SF6[sccm] CHF3[sccm] PRF [W] PICP [W]
Ätzen 5 40 15 18 30 300
Pumpen 7 40 0 0 0 0
Passivieren 8 70 0 50 30 100
Pumpen 7 40 0 0 0 0
Tabelle 2.2: Darstellung der einzelnen Teilschritte und Parameter in chronologischer Reihen-
folge beim Ätzprozess für einen Zyklus. Hierbei beschreibt t die Dauer vom Teilschritt in Sekunden
und p den Arbeitsdruck in der Gaskammer. SF6 (Ätzen) und CHF3 (Passivierung) kennzeich-
nen den Gasﬂuss der verwendeten Arbeitsgase. PRF und PICP geben die Leistung vom RF- und
ICP-Generator an.
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Hierbei diente ein Gemisch von Schwefelhexaﬂuorid (SF6) und Triﬂuormethan
(HCF3) im Verhältnis 5:6 als Ätzgas. Beim Passivierungsprozess wurde lediglich
Triﬂuormethan zur Bildung der Schutzschicht in die Kammer eingeleitet.
Unter den beschriebenen Bedingungen wurde beim Ätzen der Wafer ein Abtrag von
ca. 60nm pro Durchlauf erreicht. Die gewünschte Ätztiefe wurde durch die Anzahl
der Durchläufe eingestellt. Die Höhe der Säulenstrukturen ergab sich am Ende aus
der Ätztiefe und der verbliebenen Photolackschichtdicke. Für diese Arbeit wurden
die belackten Si-Wafer 150 Zyklen unterzogen, um eine Ätztiefe von ca. 8.7µm zu
erreichen.
2.1.3 Säulen-Substrate
Zur Herstellung der Säulen-Substrate im Mikrometer-Bereich wurde anfangs die
Photolithographie eingesetzt (vgl. Abschnitt 2.1.1 auf Seite 33) [Chen05] [Kajzar08]
[Kuo09]. Auf der hierfür genutzten Chrom-Photomaske befanden sich unterschiedli-
che 1cm2 große Felder von quadratisch angeordneten Punkten aus Chrom, die sich im
Durchmesser und Abstand voneinander unterschieden. Das ausgewählte Feld für die
Säulenstrukturen mit einem Durchmesser von d=4µm und einem Mittelpunktab-
stand von a=10µm wurde aus dem vorstrukturierten Si-Wafer heraus geschnitten
und am nächsten Tag einem Trockenätzprozess unterzogen, wie sie in Abschnitt
2.1.2 auf Seite 35 erklärt ist. Der geätzte Si-Wafer wurde im nächsten Schritt einer
Abformung aus Polyurethangel unterzogen. Das verwendete Polyurethangel besteht
aus den folgenden Polymer-Komponenten, die in Gewichtsprozent angegeben sind
[Choi04]:
Einem Diacrylat Prepolymer EBECRYL284 von Cytec Surface Specialties Deutsch-
land(66%), M3160 von MIWON Korea(30%), Irgacure184 und Darocur1173 von der
Firma Ciba Secialty Chemicals Schweiz(je 1.5%) und Rad2200N von der Firma TE-
GO Chemie Service Deutschland (1%).
Nach der Polyurethanabformung wurde die Probe 30 Minuten bei Raumtempera-
tur gelagert, um Lufteinschlüsse zu entfernen. Anschließend wurde die Probe in
eine Petri-Schale gelegt und danach in eine Ultraviolettstrahlungskammer (UVA-
Cube100, Honle UV Technology, Deutschland) gegeben und eine Minute mit einer
UVA Lampe bestrahlt. Die poröse und harte Abformung wurde nach der UVA Be-
strahlung eine Stunde im Ofen bei 65°C gelagert. Anschließend wurde die Polyu-
rethananformung vom Si-Wafer abgelöst und in die Mitte der normalen Maske für
die Abformung der PDMS-Substrate angebracht. Eine letzte PDMS Abformung lie-
ferte am Schluss die Säulen-Substrate im Mikrometer-Bereich. Eine schematische
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Darstellung vom Prozess ist in der Abbildung 2.1 auf Seite 32 illustriert. Die Di-
mensionierung der Säulenstrukturen ist in der Tabelle 2.1 enthalten. Die folgende
Abbildung 2.2 zeigt die verwendeten Komponenten der Säulen-Substrate.
Abbildung 2.2: Aufnahme vom mi-
krostrukturierten Si-Wafer mit den ver-
schiedenen Säulenstrukturen (links), de-
ren Kammer für die PDMS Abformung
mit mittig angebrachter Polyurethan-
Abformung (mitte) und der erzeugten
PDMS Abformung (rechts).
2.1.4 Rillen-Substrate
Die Herstellung der Rillen-Substrate beginnt ähnlich wie bei den Säulen-Substraten
mit der Mikrostrukturierung der Oberﬂäche von einem Si-Wafer mittels Photoli-
tographie (siehe Abschnitt 2.1.1 auf Seite 33 ). Auf der hierzu genutzten Chrom-
Photomaske befanden sich verschiedene 1cm2 große Felder mit rillenartigen Struk-
turen, wie sie in der Abbildung 2.1 auf Seite 32 schematisch dargestellt sind. Die
verwendeten Rillenstrukturen besaßen entweder eine Breite und einen Abstand zwi-
schen den Rillen von 2µm oder 4 µm. Die Dimensionierung der Strukturen für die
verwendeten Rillen-Substrate in dieser Arbeit sind in der Tabelle 2.1 auf Seite 2.1
detaillierter dargestellt. Die mittels Photolithographie erzeugten Rillenstrukturen
auf dem Si-Wafer wurden durch eine thermische Aufdampfung von Chrom an der
PVD Anlage der ZWE Dünnschichtlabor (MPI, Stuttgart) bearbeitet. Hierbei wur-
den zwei unterschiedliche Schichtdicken von ca. 200nm und 350nm Chrom thermisch
aufgedampft, die die Höhe der Rillen im späteren Verlauf vorgibt. Im Anschluss wur-
den die Chrom beschichteten Wafer zwei Stunden bei 65°C im Ofen temperiert, um
Spannungen in der Chrom-Schicht auszutreiben. Im Anschluss wurden die Si-Wafer
in eine Glasschale mit dem Lackentferner S1818G2 Removal von MicroChem USA
gegeben und eine Minute im Ultraschallbad behandelt. Hierbei lösten sich die Be-
reiche vom Positivlack mit der Chrombeschichtung vom Si-Wafer ab. Zwischen den
gelösten Bereichen befand sich weiterhin die aufgedampfte Cr-Schicht, während der
Rest nun frei lag. Die auf diese Weise erhaltene Cr-Si-Maske diente, ähnlich wie bei
den Säulenstrukturen, als Vorlage für eine PDMS Abformung, die letztendlich die
verwendeten Rillen-Substrate lieferten. In der Abbildung 2.3 auf Seite 39 sind die
verwendeten Komponenten der Rillen-Substrate abgebildet.
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2.1.5 Polydimethylsiloxan-Substrate
Als Werkstoﬀ für die Substrate diente ein Silikon basierter Elastomer mit der Be-
zeichnung Polydimethylsiloxan (PDMS) Sylgard 184 der Firma Dow Corning USA
[PDMS]. Der Vorteil von PDMS-Substraten besteht darin, dass sie in ihrer ﬂüssigen
Phase auf eine vorstrukturierte Form im Mikrometer-Bereich abgeformt und an-
schließend ausgehärtet werden können. Die PDMS-Substrate sind zudem ungiftig,
biologisch innert und vor allem optisch transparent für die Mikroskopie [Wipﬀ09]
[Pakstis10]. Das verwendete PDMS ist ein Zweikomponentensystem bestehend aus
einem Vernetzer und einem Prepolymer. Werden beide Komponenten gemischt und
erhitzt, reagiert das Prepolymer mit dem Vernetzer. Dabei werden Vernetzungen
zwischen den Polydimethylsiloxanketten des Prepolymers gebildet. Das Mischungs-
verhältniss und die Temperatur zum Aushärten im Ofen haben einen wesentlichen
Einﬂuss auf die elastischen Eigenschaften des Materials. Sämtliche PDMS Abfor-
mungen dieser Arbeit wurden mit einem Mischungsverhältnis des Prepolymers zum
Kreuzvernetzer von 10:1 gemischt [Khanafer09]. Beim Durchmischen der Kompo-
nenten entstanden Luftbläschen im PDMS, die durch eine 20 minütige Lagerung in
einem Exikator entweichen konnten. Danach wurde das ﬂüssige PDMS in die Maske
der Abformung eingeleitet. Anschließend wurde die Abformung im Ofen bei einer
Temperatur von 65°C über 24 Stunden gelagert und zum Schluss aus der Form abge-
zogen. Die PDMS-Substrate, die nach diesem Verfahren hergestellt wurden, hatten
einen Elastizitätsmodul von ca. 2MPa [Aydin09] [Walter10]. In der folgenden Abbil-
dung 2.4 sind die Komponenten für die PDMS Substrate dargestellt.
Abbildung 2.3: Aufnahme der Kammer
für die PDMS Abformung der Rillenstrukturen
mit angebrachtem Si-Wafer (links) und dessen
PDMS Abformung (rechts).
Abbildung 2.4: Darstellung der Komponen-
ten für die PDMS-Substrate mit ﬂacher Ober-
ﬂäche. Links die Kammer für die Abformung
des ﬂüssigen PDMS und rechts das abgezogene
PDMS-Substrat.
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2.2 Biologischer Teil
Im diesem Abschnitt werden die verwendeten biologischen Materialien und Metho-
den vorgestellt.
2.2.1 Zelllinie und Zellkultur
Die Wahl der Zelllinie für die Untersuchung der Zytoskelett-Elemente ﬁel auf die
Panc-1 Zellen [Lieber75]. Es handelt sich hierbei um Epithelkrebszellen aus der
Bauchspeicheldrüse. Diese Zelllinie war durch die Kertainumstrukturierung bei SPC
Zugabe (vgl. Abschnitt 1.3.4 auf Seite 22) geradezu prädestiniert für die durchge-
führten Experimente [Beil03] [Busch08]. Diese Zelllinie erlaubte eine gezielte Mani-
pulation am Keratin des Zytoskeletts und die Untersuchung deren Auswirkung auf
das Zellverhalten.
Die Panc-1 Zellen wurden von der Firma ECACC (European Collection of Cell
Cultures #87092802, England) bezogen und in einem Inkubator in 75cm2 großen
Zellkulturﬂaschen (ZKF) bei 37°C und 5% CO2 kultiviert. Für die Kultivierung
wurde Zellkulturmedium bestehend aus Dulbeccos modiﬁed Eagle medium 11960
von der Firma Gibco Deutschland verwendet, dem 10% fötales Kälber Serum (FKS)
der Firma PAA Laboratories Deutschland, 1% Penicillin/Streptavidin (Gibco) und
1% L-Glutamin (Gibco) beigesetzt wurden. Das Medium wurde alle zwei bis drei
Tage gegen Neues ausgetauscht und beim Erreichen einer Oberﬂächenbedeckung
von ca. 60-70% wurden die Zellen umgesetzt. Hierzu wurde das Medium abgesaugt
und mit einer 37°C vorgewärmten PBS-Lösung gespült. Im Anschluss wurden 4ml
einer 2.5%igen Trypsin-EDTA Lösung hinzugegeben, um die Zellen von der Ober-
ﬂäche der ZKF zu lösen. Nach drei Minuten befanden sich die meisten Zellen in
der Lösung und wurden nach Zugabe von 5ml des Mediums zusammen in ein 15ml
Flacon-Röhrchen umgesetzt und anschließend 5 Minuten bei 750 Umdrehungen/Min
zentrifugiert. Danach wurde der Überstand im Flacon-Röhrchen abgesaugt und das
Pelett in 6ml neues Medium resuspendiert. Zum Schluss wurde die resuspendierte
Lösung mit einer Verdünnung von 1:10 und 1:20 in eine neue ZKF ausgesäht.
2.2.2 Probenpräperation
Die Probenpräperation begann mit der Reinigung der PDMS-Substrate, indem diese
je 5 Minuten erst in eine 70%ige Ethanol-Lösung und danach in eine PBS-Lösung
gegeben wurden. Im Folgenden wurde die Substratoberﬂäche zwei Stunden lang mit
humanem Fibronectin der Firma Calbiochem (#341635 Deutschland) beschichtet.
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Die Konzentration des aufgetragenen Fibronektins betrug 50µg/ml. Im Anschluss
wurde das Substrat zweimal mit PBS gespült. Die Panc-1 Zellen wurden zum Schluss
mit einer Konzentration von 80 Zellen/mm2 auf die PDMS-Substrate ausgesäht und
über Nacht im Inkubator gelagert. Eine Stunde bevor das Experiment startete, wur-
de das Kulturmedium gegen das Experimentmedium ausgetauscht. Der Unterschied
zwischen den Medien liegt in der FKS Konzentration, deren Anteil im Experiment-
medium statt 10% bei 5% lag. Die Experimente unter Verwendung des Wirkstoﬀs
SPC, erhältlich bei Calbiochem (Darmstadt, Deutschland), wurde dem Experiment-
medium des PDMS-Substrates mit einer Konzentration von 10µM hinzugegeben.
Das PDMS-Substrat wurde nach dem Austausch des Mediums und eventueller SPC-
Hinzugabe in die Dehnungsvorrichtung eingebaut und vorgespannt, um Unebenhei-
ten zu glätten. Die Probe wurde zum Schluss für eine Stunde in der Klimakammer
gelagert bevor das Experiment startete. Dies diente einerseits den Zellen zum Er-
reichen eines neuen Gleichgewichts und andererseits der vollständigen Wirkung des
SPC Wirkstoﬀs [Busch08] [Beil03] (vergleiche Abschnitt 1.3.4 auf Seite 22).
2.2.3 Immuncytochemische Färbung
Bei der Betrachtung und Untersuchung innerer Bestandteile von Zellen, wie z.B.
den Zytoskelett-Elementen, bedient man sich sehr häuﬁg der immuncytochemischen
Färbung und der Fluoreszenzmikroskopie (vgl. Abschnitt 2.3.1 auf Seite 42). Sie ﬁn-
det häuﬁg Anwendung in der Biologie und wird benutzt, um Proteine zu markieren.
Das Prinzip dieser Technik beruht auf dem Einsatz von Antikörpern. Dabei bindet
sich ein erster Antikörper speziﬁsch an das gewünschte Protein, wie z.B. an das
Keratin. Im folgenden Schritt wird ein zweiter ﬂuorochrom-markierter Antikörper
verwendet, der sich speziﬁsch an den ersten Antikörper bindet und damit indirekt
das gewünschte Protein kennzeichnet.
Die immuncytochemische Färbung des Keratins für diese Arbeit begann mit dem Ab-
saugen des Mediums und anschließendem Spülen der Zellen mit einer vorgewärmten
PBS-Lösung (37°C). Im Anschluss wurden die Zellen mit einer ebenfalls vorgewärm-
ten 4%igen Paraformaldehydlösung (Roth Karlsruhe, Deutschland) in PBS 10 Mi-
nuten lang ﬁxiert. Danach wurden die Zellen dreimal mit einer PBS-Lösung gespült
und 8 Minuten lang mit 0.5% TritonX-100 in PBS behandelt. Nach zweimaligem
Waschen mit einer PBS-Lösung wurden die Zellen drei Stunden bei Zimmertempe-
ratur mit 0.2% Fischgelantine (Sigma) in PBS geblockt, um unspeziﬁsche Bindungen
zu verhindern. Als nächstes wurde der erste Antikörper (siehe Tabelle 2.3) auf die
Zellen gegeben und 4 Stunden bei Zimmertemperatur gelagert. Danach wurde die
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Probe erneut dreimal mit einer PBS-Lösung gespült und es erfolgte eine einstündige
Behandlung mit dem zweiten Antikörper (siehe Tabelle 2.3). Bei einer Mehrfachfär-
bung von z.B. Keratin und Aktin gleichzeitig, wurde der Farbstoﬀ für das Aktin mit
dem zweiten Antikörper zusammen hinzugegeben. In der folgenden Tabelle 2.3 sind
die verwendeten Farbstoﬀe und Antikörper für diese Arbeit dargestellt.
Spezies Speziﬁtät Verdünnung Herkunft
Primäre Antikörper
Maus (monoklonal) Pan-Zytokeratin(KL1) 1:200 Immunotech
Sekundäre Antikörper
IgG Alexa 488/568 Maus 1:250 Invitrogen
Farbstoﬀe
Phalloidin 488/568 F-Aktin 1:50 Invitrogen
Höchst 33342 DNA (Zellkern) 1:1000 BioMol
Tabelle 2.3: Angaben für verwendete Antikörper und Farbstoﬀe für die durchgeführten immun-
cytochemischen Färbungen mit der entsprechenden Verdünnung.
2.3 Biophysikalischer Teil
In diesem Abschnitt werden der Aufbau mit den verwendeten Geräten und die Me-
thoden der Analysen vorgestellt.
2.3.1 Mikroskopie
In der Regel dient die Lichtmikroskopie als adäquate Methode zur Untersuchung von
lebenden Zellen, insbesondere der Migration und Zellmorphologie. Hierbei hängt die
Detailtreue einer Aufnahme zum einen von der Auﬂösung (Rayleigh-Kriterium) und
zum anderen vom Kontrast des Bildes ab. Durch Ausbleiben von Lichtabsorption
und sehr kleinen Unterschieden im Lichtbrechungsindex unterliegen biologische Ob-
jekte wie Zellen häuﬁg Kontrastarmut. Zur Erhöhung des Kontrastes wird daher
überwiegend auf zwei unterschiedliche Methoden zurückgegriﬀen.
Das Phasenkontrast-Verfahren von Frits Zernike nutzt den Phasenunterschied des
Lichts beim Durchlaufen eines Objektes aus. Der Phasenunterschied entsteht, wenn
das Licht durch ein optisch dichteres Material (höherer Brechungsindex) durch-
läuft als seine Umgebung. Hierbei nutzt diese Technik die Interferenz zwischen dem
Hintergrund- und Objektlicht aus, bei der sich beide fast vollständig schwächen. Da-
durch erscheint nun das Objekt bei der Aufnahme dunkel vor hellem Hintergrund.
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Dies wird als positiver Phasenkontrast bezeichnet. Der Vorteil dieser Methode im
Vergleich zu anderen liegt in einem höheren Kontrast bei der Bildaufnahme, oh-
ne jedoch das Auﬂösungsvermögen des Mikroskops wesentlich zu verringern. Für
die Phasenkontrastaufnahmen wurde das Zeiss Axiovert 200M Mikroskop mit un-
terschiedlichen Objektiven (A-Plan 5x/0.12 Ph0, A-Plan 10x/0.25 Ph1, EC-Plan-
Neoﬂuar 20x/0.50 Ph2 und LD A-Plan 40x/0.50 Ph2) und die AxioCam MR CCD
Kamera der Firma Zeiss verwendet. Als Lichtquelle diente die Halogen-Metalldampf-
Lampe X-Cite, 120 W DC (EXFO Europe, England). An dem Mikroskop wurde eine
Klimakammer der Firma EMBL (Heidelberg, Deutschland) angebracht, die für kon-
stante körperähnliche Bedingungen von 37°C und einer CO2 Konzentration von 5%
sorgte.
Eine weitere häuﬁg verwendete Methode stellt die Fluoreszenzmikroskopie dar. Ein-
zelne Objekte oder Bestandteile einer Zelle werden hierbei mit speziﬁschen Farbstof-
fen (Fluorochrome) angefärbt. Die Fluorochrome absorbieren die Bestrahlung einer
speziﬁschen Wellenlänge λin und gehen in einen angeregten Zustand über. Beim
Abfall in den Grundzustand emittiert das Fluorochrome eine Strahlung λout, die im
Vergleich zur Absorption eine niedrigere Energie und damit größere Wellenlänge auf-
weist. Die Energiediﬀernz entsteht durch Impulserhaltung beim Rückstoß und wird
in Wärme- bzw. Schwingungsenergie umgewandelt. Dieser Eﬀekt wird als die Stokes-
Verschiebung λS bezeichnet (λS=λin-λout). Das Anregungs- und Emissionslicht kann
aufgrund dieser Verschiebung über einen Strahlteiler im selben Strahlengang optisch
getrennt werden und ermöglicht eine kontrastreiche Bildaufnahme. Die Fluoreszenz-
aufnahmen wurden an einem Axio Observer Z1 Durchlichtmikroskop und am Imager
Z1 Aufrechtmikroskop mit unterschiedlichen Objektiven (LD Plan-Neoﬂuar 20x/0.40
Ph2 Korr., LD Plan-Neoﬂuar 40x/0.60 Korr. und LD Plan-Neoﬂuar 63x/0.75 Korr.)
der Firma Zeiss mit einer Klimakammer von ENBL durchgeführt. Die Colibri Fluo-
reszenzlampe (LED-Modul 365nm, 470nm, 505nm und 590nm) und die dazugehöri-
gen Filter (60HE, 62HE von Zeiss) wurden ebenfalls verwendet.
Für Messungen und Analysen im Nanometer-Bereich wie beispielsweise zur Charak-
terisierung von Substratoberﬂächen wurden zusätzlich Aufnahmen mit dem Elek-
tronenmikroskop (Ultra-55-Feldemissions-Rasterelektronenmikroskop Gemini, Zeiss,
Deutschland) und Weißlichtinterferometer (Zygo,N.V.5000, Middleﬁeld,CT) durch-
geführt.
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2.3.2 Dehnungsvorrichtung
Einen wesentlichen Teil dieser Arbeit stellen Experimente dar, bei denen die ﬂachen
PDMS-Substrate periodisch gedehnt wurden. Sie bedienten sich einer Dehnungsvor-
richtung, die in einer vorangegangen Arbeit entwickelt wurde und in dieser Arbeit
als Dehnungsexperiment bezeichnet wird [Jung08] [Jung]. Die Dehnungsvorrichtung
besteht aus einem DC-Schrittmotor der Firma Faulhaber (Schöneich, Deutschland),
der das eingespannte PDMS-Substrat periodisch entlang einer Achse dehnen kann
(s. Abbildung 2.5). Die verstellbaren Halterungen seitlich des PDMS-Substrates er-
möglichen diese vorzuspannen, um Verzerrungen beim Einbau der Probe aufzulösen.
Die Motoren und Funktionen des Mikroskops wurden über ein integrierbares selbst
entwickeltes Program (Visual Basic for Applications, Microsoft) in der AxioVision
Software gesteuert. Die verwendeten Frequenzen für die Dehnungsexperimente wa-
ren 0.05Hz, 0.1Hz, 0.2Hz, 0.5Hz, 1.0Hz und 2Hz bei einer konstanten Amplitude
von 8%. Für jede Einstellung wurden immer drei unabhängige Experimente mit ei-
ner Dauer von 8 Stunden durchgeführt. Die folgende Abbildung 2.5 zeigt den Aufbau
der Zugvorrichtung.
Abbildung 2.5: Dehnungsvor-
richtung für das zyklische Deh-
nen der PDMS-Substrate [Jung].
Die grünen Kreise markieren die
Schrittmotoren, die orangen Punk-
te die verstellbaren Halterungen und
der gelbe Punkt die Position vom
PDMS-Substrat.
2.3.3 Analyse der Zellmorphologie
Die mittels Phasenkontrastmikroskopie aufgenommenen Zeitraﬀeraufnahmen
wurden zur Analyse der Zellmorphologie mit der ImageJ Software analysiert
[Rasband08]. Bei der Analyse wurden Veränderungen der Zellmorphologie un-
tersucht, wie z.B. Orientierung der Zellen oder Zelladäsionsﬂäche. Dabei wurden
immer Mittelwerte von mehreren Zellen aus je drei unabhängigen Experimenten für
jede Einstellung (Frequenz, SPC Zugabe) betrachtet. Die verwendeten Größen und
Parameter werden im Folgenden vorgestellt:
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Orientierungsparameter S. Die Umrisse der Zelle aus den Zeitraﬀeraufnahmen
wurden manuell für jede Zelle einzeln mittels der ImageJ Software markiert.
Danach wurde an jeden Umriss der Zelle eine Ellipse angepasst. Als nächstes wurde
der Winkel ϕ zwischen der Ellipsenhauptachse und der Zugrichtung bestimmt.
Bei Kontrollversuchen diente die X-Richtungsachse der Aufnahmen als Referenz.
Der Mittelwert der Vorzugsorientierung von Zellen als Reaktion auf die zyklische
Dehnung der Substrate wurde durch den nicht-polaren Orientierungsparameter S in
der Gleichung 2.1 quantiﬁziert [Jung08] [Kemkemer06]. Die Winkelverteilungsfunk-
tion f(ϕ) und der Orientierungswinkel ϕ sind durch die Fokker-Planck Gleichung
gegeben [Gruler00].
S = 〈cos(2ϕ)〉 =
∫
f(ϕ)cos(2ϕ)dϕ (2.1)
Der Vorteil dieser Charakterisierungsgröße liegt in ihrer Faltung der Ausrichtungs-
winkel mit der Cos-Funktion. Dies erlaubt aufgrund der Spiegelsymmetrie an den
Achsen (f(ψ) = f(−ψ)undf(x) = f(−x)) symmetrische Orientierungen, wie z.B.
die Ausrichtungswinkel der Zelle bezogen auf die X-Achse als Zugrichtung von 85°
und 95° oder 10° und 170° aufzusummieren, da die Zellen nicht zwischen rechts und
links unterscheiden können [Kemkemer99]. In diesem Zusammenhang wurde der
Orientierungsparameter Si für jede einzelne Zelle bestimmt. Danach wurde für jeden
Zeitpunkt der Mittelwert aller Orientierungen S der Zellen bestimmt (S = 1
n
ΣSn
mit n untersuchten Zellen). Liegt eine zufällige Verteilung der Orientierung von
Zellen vor, so erhält man für den Mittelwert des Orientierungsparameters den Wert
0 (S = 0). Eine parallele Ausrichtung aller Zellen zur Zugrichtung führt zu S = 1
und eine senkrechte Orientierung zu S = −1.
Charakteristische Zeit τ . Die charakteristische Zeit τ wurde verwendet,
um die Dynamik einer Zelle bei der Reaktion auf eine zyklisch wirkende Kraft
von außen zu beschreiben [Goldyn09] [Jung]. Folglich charakterisiert sie die
morphologische Umstrukturierung der Zellen. In diesem Zusammenhang beschreibt
die charakteristische Zeit τ die Dauer, die die Zellen benötigen, um von einer
anfänglichen Orientierung 〈cos(2ϕ)〉0 ca. 63% (1/e) einer maximalen Vorzugsori-
entierung 〈cos(2ϕ)〉Max zu erreichen [Kemkemer99]. Zu diesem Zweck wurde der
zeitliche Verlauf vom Mittelwert des Orientierungsparameters S (siehe Gleichung
2.1) graphisch aufgetragen. Als nächstes wurde die Funktion aus der Gleichung 2.2
an den zeitlichen Verlauf von S mittels der Software Origin 6.0 angepasst, um die
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charakteristische Zeit τ zu bestimmen.
S(t) = 〈cos(2ϕ)〉 (t) = 〈cos(2ϕ)〉Max+[〈cos(2ϕ)〉0 − 〈cos(2ϕ)〉Max] exp(−t/τ) (2.2)
Hierbei stellt 〈cos(2ϕ)〉0 den Mittelwert der Orientierung der Zellen am Anfang
dar. Die im späteren Verlauf erreichte Vorzugsorientierung der Zellen wird durch
〈cos(2ϕ)〉Max beschrieben. Eine schnelle Umstrukturierung der Morphologie führt
zu einem schnellen Abfall der Kurve aus Gleichung 2.2. Dies spiegelt sich in einem
kleinen Wert für die charakteristische Zeit τ wieder. Für jedes Experiment wurde
die charakteristische Zeit τ bestimmt anschließend der über die Anzahl der Zellen
gewichtete Mittelwert für jede Einstellung (Frequenz, SPC Zugabe) gebildet.
Zelladhäsionsﬂäche A. Die Bestimmung der Zelladhäsionsﬂäche erfolgte
über die manuelle Markierung der Zellumrisse aus den Phasenkontrastaufnahmen
mittels ImageJ. Die eingeschlossene Fläche der Umrisse stellte die Adäsionsﬂache
A dar. Die Zelladhäsionsﬂäche A wurde bei der Datenanalyse (Microsoft Exel) auf
ihren Anfangswert t=0 normiert und ihr zeitlicher Verlauf aus den Phasenkontrast-
aufnahmen untersucht. Die beschriebene Normierung erlaubte die Streuungen der
Adhäsionsﬂächen, die von Zelle zu Zelle stark abweichen konnten, miteinander zu
vergleichen. Darüber hinaus ermöglichte sie die Wirkung von unterschiedlichen Dro-
gen auf die Zelladäsionsﬂäche zu untersuchen, die unabhängig von der Anfangsgröße
der Zellen war.
2.3.4 Analyse der Zellmigration
Die Zellmigration wurde mittels der Aufnahmen aus der Phasenkontrastmikrosko-
pie zu verschiedenen Zeitpunkten ti, ähnlich wie in Abschnitt 2.3.3, mit dem Bild-
verarbeitungsprogram ImageJ untersucht. Hierbei wurde im Falle der Dehnungsex-
perimente ein Manual Tracking Plug-In verwendet, um den Mittelpunkt der Zelle
während der Zeitraﬀeraufnahmen zu verfolgen und deren Koordinaten zum jewei-
ligen Zeitpunkt zu erhalten [Cordel05]. Im Anschluss wurde bei der Datenanalyse
mittels Microsoft Exel die Geschwindigkeit und Richtung der Zellmigration zwi-
schen den Aufnahmen anhand der Koordinaten und den Zeitabständen ti ermittelt
[Walmod01] [Gruler94]. Zusätzlich wurde für die Analyse der Zellmigration auf Rillen
und Säulen-Substraten das Chemotaxis and Migration Tool 1.01 (Integrated BioDia-
gnostic, Martinsried, Deutschland) für ImageJ verwendet [Ibidi]. Diese Anwendung
weist unter anderem der Zellmigration einen Wert zu, der die Richtungsabhängigkeit
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beschreibt und wird anhand der Gleichung 2.3 berechnet.
Richtungsabhängigkeit =
euklidischerAbstand
akkumulierterAbstand
(2.3)
Der euklidische Abstand beschreibt in diesem Zusammenhang die Diﬀerenz zwischen
Start- und Endposition der Zellmigration, wohingegen der akkumulierte Abstand die
aufsummierte Gesamtstrecke aus den einzelnen Migrationsschritten entspricht. Er-
hält man für die Richtungsabhängigkeit einen Wert nah bei eins, so weist das auf
eine gerichtete Migration hin, wogegen ein Wert nah bei Null auf eine ungerichtete
beliebige Migration hin deutet. Gesetzt den Fall, dass die Start- und Endposition
identisch ist, ergibt sich für die Richtungsabhänigkeit D=0. Darüber hinaus erhält
man aus der Anwendung die einzelnen Werte für die Laufwege (µm) und Geschwin-
digkeiten (µm/min) der Zellmigration zwischen den einzelnen Bildern, welche sich
als Winkelverteilung der Zellmigration graphisch in Form von einem Rose-Diagramm
darstellen lassen.
Im Verlauf der Analysen der gerichteten Zellmigration ergab sich ein Parameter aus
der Analogie zum chemotaktischen Index [Gavin00] [Biela09]. Dieser projiziert die
Migration auf zwei senkrechte Achsen. In diesem Fall auf die X- und Y-Achse der Auf-
nahmen. Die X-Achse entsprach im Falle der Dehnungsexperimente der Zugrichtung.
Im Falle der Experimente mit den Rillen-Substraten verliefen die Rillen entlang der
Y-Achse. In den Kontrollexperimenten entspricht die X-Achse immer der frei wähl-
baren Achse. Die projizierten Bewegungen entlang der Achsen wurden anhand der
Gleichung 2.4 für jeden Migrationsschritt einer Zelle bestimmt und das Verhältnis
(My/Mx)i berechnet. Danach wurde der Mittelwert für das Verhältnis einer Zelle
bestimmt (My/Mx = 1nΣ(My/Mx)n mit n Migrationsschritten). Im Anschluss wurde
der Mittelwert für alle untersuchte Zellen gebildet (My/Mx = 1nΣ(My/Mx)n mit n
untersuchten Zellen).
Mx =
√
x21 + x
2
2 + ...+ x
2
n My =
√
y21 + y
2
2 + ...+ y
2
n (2.4)
In diesem Zusammenhang beschreiben xi und yi die Bewegung bzw. die Distanz
entlang der Achsen zwischen den einzelnen Bildern, wobei n die Anzahl der Gesamt-
bilder angibt. Ergibt sich für das Verhältnis ein Wert nah bei eins (Mx/My=1), so
liegt eine zufällige ungerichtete Migration der Zelle vor. Ein Verhältnis von kleiner als
eins (Mx/My<1) entspricht hierbei einer bevorzugten Migration entlang der Y-Achse
und größer eins (Mx/My>1) einer bevorzugten Migration entlang der X-Achse.
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2.3.5 Analyse der Orientierung von Aktin und Keratin
Im Verlauf der Experimente wurde unter anderem die Orientierung der Aktin-
und Keratinnetzwerke des Zytoskeletts mittels immuncytochemischen Färbungen
(Stainings) und elektronenmikroskopischen Aufnahmen untersucht (vgl. Abschnitt
2.2.3). Für den Fall der immuncytochemischen Färbungen wurden Fluoreszenz-
bilder des entsprechenden Zytoskelett-Elements aufgenommen und anschließend
mit einem selbstgeschriebenen Makro für ImageJ verarbeitet. Im Falle der Elek-
tronenmikroskopaufnahmen wurden die Panc-1 Zellen nach Beil et al. präpariert
und ihre Aufnahmen ebenfalls mit demselben Makro für ImageJ analysiert [Beil03]
[Walter10]. Die verwendeten Makros sind in Abschnitt 4.1.1 auf Seite 100 und 4.1.2
auf Seite 108 im Anhang hinterlegt. Im Folgenden werden die Arbeitsprozesse der
Makros erklärt:
Einzel-Ausrichtungsmakro EAM. Dieses Makro analysiert die Orientierung des
zu untersuchenden Aktin- oder Keratinnetzwerks. Das Makro unterteilte zunächst
das Einkanalﬂuoreszenzbild des betreﬀenden Netzwerks in viele kleine Teilgebiete
(32×32 Pixel). Anschließend wurden die enthaltenen Strukturen in den Teilgebieten
mittels schneller Fourier-Transformation analysiert analog zu [Kemkemer00]. Auf
diese Weise wurde die Ausrichtung und der dazugehörige Winkel ϑ der Filamente in
den Teilgebieten bestimmt und graphisch abgebildet (siehe Abbildung 3.50 auf Seite
93). Hierbei beschreibt ϑ den Winkel zwischen der X-Achse vom Originalbild und
der Ausrichtung vom Filament. In diesem Zusammenhang stellte die X-Achse bei
den Dehnungsexperimenten die Zugrichtung und im Fall der Kontrollexperimente
die frei wählbare Achse dar. Der Mittelwert S = 〈cos(2ϕ)〉 über alle Ausrichtungen
der Filamente in den Teilgebieten ergab die durchschnittliche Orientierung des
Netzwerks einer Zelle ähnlich zum Orientierungsparameter S in Abschnitt 2.3.3
auf Seite 44. Die dargestellten Ergebnisse wurden aus dem Mittelwert aus allen
untersuchten Zellen gebildet (S = 1
n
ΣSn), wobei n die Anzahl der untersuchten
Zellen darstellt.
Doppel-Ausrichtungsmakro DAM. Dieses Makro analysiert die Orientierung
zweier Netzwerke (Aktin und Keratin). Im Gegensatz zum EAM, bei dem nur ein
Kanal beim Fluoreszenzbild vorliegt, verwendet das DAM ein Fluoreszenzbild mit
2 Kanälen für die zwei Netzwerke. Das DAM arbeitet analog zum EAM, indem
das Fluoreszenzbild vom ersten Netzwerk auf Strukturen analysiert wird. Bei ei-
ner positiven Messung der Strukturen im Teilgebiet wird das zweite Netzwerk an
derselben Position betrachtet und ebenfalls auf Strukturen analysiert. Wenn bei-
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de Messungen positiv waren, wurden die ermittelten Ausrichtungswinkel ϑAktin und
ϑKeratin bestimmt und anschließend mittels Autokorrelationsanaylse der Microsoft
Exel Software untersucht. Die lokalen Bereiche mit positiver Messung für Aktin und
Keratin waren im Vergleich zur Gesamtﬂäche der Zelle häuﬁg kleiner (≈ 30%) und
die Bestimmung der Analyseparameter wurden für die jeweiligen Netzwerke einzeln
angepasst. Durch die Analyse erhielt man für jede Zelle einen Korrelationsfaktor r.
Die gezeigten Resultate für den durchschnittlichen Korrelationsfaktor r errechneten
sich aus dem Mittelwert von mehreren Zellen. Liegt der Betrag des Korrelations-
faktors r nah bei 1 (|r| = 1), so deutet das auf eine hohe Korrelation hin und die
Ausrichtung vom Aktin- und Keratinﬁlament ist identisch. Ein Korrelationsfaktors
r nah bei 0 deutet auf eine zufällig voneinander unterschiedliche Ausrichtung hin
(|r| = 0).
Kapitel 3
Ergebnisse
In diesem Kapitel werden die Ergebnisse dieser Arbeit vorgestellt. Den Anfang bilden
die Charakterisierungen der verwendeten Rillen- und Säulen-Substrate, gefolgt von
den Ergebnissen zur Orientierung und Migration der Panc-1 Zellen unter zyklischer
Dehnung. Anschließend werden die Resultate zur Migration auf den verschiedenen
Substraten vorgestellt. Den Abschluss bilden die Ergebnisse der morphologischen
Veränderungen der Panc-1 Zellen auf verschiedene Drogen.
3.1 Charakterisierungen der Substrate
Im Verlauf dieser Arbeit wurden drei verschiedene Substrattypen für die Analy-
sen der Migrationseigenschaften von Panc-1 Zellen mit und ohne den SPC-Eﬀekt
verwendet. Diese umfassen die PDMS-, Rillen- und Säulen-Substrate. Die PDMS-
Substrate mit der ﬂachen Oberﬂäche werden häuﬁg für Zellexperimente verwendet
und sind für diese Arbeit analog zu anderen Arbeiten verarbeitet und verwendet
worden [Jung] [Goldyn09].
3.1.1 Charakterisierung der Säulen-Substrate
Die Verfahrensweise zur Herstellung der Säulen-Substrate ist in Abschnitt 2.1.3 auf
Seite 37 hinterlegt. In diesem Abschnitt sind lediglich die vermessenen Dimensionie-
rungen der verwendeten Substrate dargestellt. Zu diesem Zweck wurden perspekti-
vische Bilder mit dem Elektronenmikroskop aufgenommen. Zusätzlich wurden die
Substrate mit dem Weißlichtinterferometer (Zygo,N.V.5000, Middleﬁeld,CT) und
der entsprechenden Software (Metropro 7.10) untersucht. Die Analysen lieferten Auf-
nahmen über die Topographie der untersuchten Rillen- und Säulen-Abformungen aus
PDMS. Die folgenden Aufnahmen zeigen exemplarische Messungen für die verwende-
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ten Säulen-Substrate aus PDMS einmal aus einer Vogelperspektive in Abbildungen
3.1 und einmal aus einer perspektivischen Sichtweise in Abbildung 3.2.
Abbildung 3.1: Zweidimensionale Visuali-
sierung der verwendeten Säulenstrukturen mit
dem Weißlichtinterferometer aus der Vogelper-
spektive. Die Höhe der Säulen beträgt ca. 8.7µm
mit einer Breite von 4µm und einem Abstand der
Mittelpunkte zwischen den Säulen von 10µm.
Abbildung 3.2: Dreidimensionale Visuali-
sierung der verwendeten Säulenstrukturen mit
demWeißlichtinterferometer aus einer perspekti-
vischen Sichtweise. Die Höhe der Säulen beträgt
ca. 8.7µm mit einer Breite von 4µm und einem
Abstand der Mittelpunkte zwischen den Säulen
von 10µm.
In den Aufnahmen wurden mehrere Linienproﬁle ausgewertet und gemittelt. Die
Standardabweichung des Mittelwerts der gemessenen Höhe von H=8,7µm liegt un-
terhalb von 50nm und ist im Vergleich zur Gesamthöhe H vernachlässigbar klein.
Analog wurde die Standardabweichung für die Breite B=4,02 ± 0.04 µm und der
Mittelpunktabstand der Säulen zueinander von A= 10,03 ± 0.05 µm bestimmt.
Zur Bestätigung der Charakterisierung mittels dem Weißlichtinterferometer wur-
den zusätzlich Aufnahmen mit dem Elektronenmikroskop durchgeführt. Die folgen-
den Abbildungen zeigen die Säulenstrukturen aus einer perspektivischen Sichtweise
(Abb. 3.3) und anhand einer Einzelnahaufnahme von einzelnen Säulen (Abb. 3.4).
Abbildung 3.3: Perspektivische Aufnahme
der PDMS-Säulenstrukturen mit dem Elektro-
nenmikroskop.
Abbildung 3.4: Großaufnahme der PDMS-
Säulenstrukturen mit dem Elektronenmikro-
skop.
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Beide Verfahren zeigen bei der Dimensionierung dieselben Werte für die hergestellten
Säulen-Substrate, die zugleich mit den Abständen und Breiten der verwendeten Aus-
gangsmaske bei der Photolithographie übereinstimmen (vgl. Abschnitt 2.1 auf Seite
31). Infolgedessen ist die Herstellung von uniformen gleichmäßigen Säulen-Substrate
gewährleistet und ausreichend charakterisiert.
3.1.2 Charakterisierung der Rillen-Substrate
Das Verfahren zur Herstellung der Rillen-Substrate ist im Abschnitt 2.1.4 auf Seite
38 erklärt. Die Geometrie und Größenverhältnisse der erzeugten Strukturen wurden
analog zur Charakterisierung der Säulen-Substrate mit dem Elektronenmikroskop
und dem Weislichtinterferometer untersucht. In den folgenden Abbildungen 3.5 und
3.6 sind die Visualisierungen mit dem Weißlichtinterferometer für die Rillenstruktu-
ren mit 4µm Durchmesser und einem Abstand der Rillen von 6µm zueinander mit
einer Höhe von ca. 350nm exemplarisch dargestellt. Auf die Aufnahmen mit dem
Elektronenmikroskop wird verzichtet.
Abbildung 3.5: Zweidimensionale Visuali-
sierung der verwendeten Rillenstrukturen mit
dem Weißlichtinterferometer aus der Vogelper-
spektive. Die Höhe der Rillen beträgt ca. 350nm
mit einer Breite von 4µm und einem Abstand
zwischen den Rillen von 4µm.
Abbildung 3.6: Dreidimensionale Visuali-
sierung der verwendeten Rillenstrukturen mit
dem Weißlichtinterferometer. Die Rillenhöhe be-
trägt ca. 350nm mit einer Breite und einem Ab-
stand zwischen den Rillen von 4µm. Die Skala
der X-Achse muss durch den Faktor zwei hal-
biert werden, da ein anderes Objektiv verwendet
wurde als in der Software eingestellt war.
In den Aufnahmen wurden wie bei der Charakterisierung der Säulen-Substrate meh-
rere Linienproﬁle ausgewertet und gemittelt. Die Standardabweichung für die Ril-
lenhöhe liegt bei ca. H=351 ± 5nm. Analog wurde die Breite zu B=4,01 ± 0.03
µm und der Abstand zwischen den Rillen zu A=6,02 ± 0.04 µm bestimmt. Die
ermittelten Werte für die Rillenstrukturen stehen in Einklang mit den Werten für
die Ausgangsmasken. Aufgrund dessen ist die uniforme und gleichmäßige Form der
Rillen-Substrate gewährleistet und ausreichend charakterisiert.
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3.2 Reaktion von Panc-1 auf physikalische Signale
Ein wesentlicher Aspekt dieser Arbeit beruht neben der Umstrukturierung des Ke-
ratinnetzwerks durch den SPC-Eﬀekt (vgl. Abschnitt 1.3.4 auf Seite 22) auf der me-
chanischen Reaktionsfähigkeit der Panc-1 Zellen [Beil03]. Diese wurde durch Dehn-
versuche (vgl. Abschnitt 2.3.2 auf Seite 44) und Aufnahmen der Zellmigration auf
mikrostrukturierten Oberﬂächen untersucht, um aufzuklären ob Panc-1 Zellen auf
äußere Kräfte oder topographische Oberﬂächen wie bei den Rillen-Substraten rea-
gieren.
Die folgenden Aufnahmen 3.7 und 3.8 zeigen die zufällige Polarisation der Zellmor-
phologie von Panc-1 Zellen bei einem Kontrollexperiment (links) und die Ausrich-
tung während des Dehnversuchs auf einem ﬂachen PDMS-Substrat. Die Zugrichtung
entspricht hierbei der X-Achse. Die Zellen aus Aufnahme 3.8 unterlagen beim Dehn-
versuch einer SPC-Behandlung und wurden mit einer Amplitude von 8% und einer
Frequenz von 2Hz gedehnt.
Abbildung 3.7: Aufnahme der morphologi-
schen Orientierung von Panc-1 Zellen zum Zeit-
punkt t=0 vor dem Dehnversuch. Die eingezeich-
nete Skala entspricht 150µm.
Abbildung 3.8: Aufnahme der morphologi-
schen Orientierung von Panc-1 Zellen zum Zeit-
punkt t=511 Minuten nach dem Dehnversuch.
Die eingezeichnete Skala entspricht 150µm.
Beim Vergleich der Aufnahmen 3.7 und 3.8 erkennt man wie die zufällige Verteilung
der Orientierungen der Zellen sich im Verlauf des Dehnversuchs in eine senkrecht zur
Zugrichtung ausgeprägte Form verlagern. Folglich führen die mechanischen Signale
bei den Dehnungsexperimenten zu einer Reaktion der Panc-1 Zellen in Form einer
morphologischen Umstrukturierung senkrecht zur Zugrichtung.
Zusätzlich zu den Dehnversuchen wurde die Zellmigration auf Rillen-Substraten un-
tersucht. Die folgenden Abbildungen 3.9 bis 3.11 zeigen exemplarisch den Unter-
schied der Migrationsbewegung auf ﬂachen PDMS-Substraten (links) und auf Ril-
lenstrukturen mit unterschiedlichen Höhen (H=200nm, 350nm).
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Abbildung 3.9: Aufnahme der Migrations-
wege von Panc-1 Zellen aus 14 Stunden auf ei-
nem ﬂachen PDMS-Substrat. Die eingezeichnete
Skala entspricht 150µm.
Abbildung 3.10: Aufnahme der Migrati-
onswege von Panc-1 Zellen aus 14 Stunden auf
einem 200nm hohen Rillen-Substrat. Die Breite
und Abstand der Rillen beträgt 4µm.
Abbildung 3.11: Aufnahme der Migrationswege von Panc-1 Zellen aus 14 Stunden auf einem
350nm hohen Rillen-Substrat. Die Breite und Abstand der Rillen beträgt 4µm. Die eingezeichnete
Skala entspricht 150µm.
Beim Vergleich der Abbildungen 3.9 bis 3.11 erkennt man, wie aus der zufälligen
Verteilung der Migrationsrichtungen von Panc-1 Zellen in der Kontrolle sich mit
zunehmender Rillenhöhe H eine gerichtete Bewegung entlang der Rillenstrukturen
entwickelt.
Die Beobachtungen aus der Ausrichtung der Zellen bei Dehnversuchen und dem
Migrationsverhalten zeigen die grundsätzliche mechanische Reaktionsfähigkeit von
Panc-1 Zellen auf, und schaﬀen infolgedessen die Grundvorraussetzung für die an-
schließenden Analysen der Umstrukturierung der Zellmorphologie und der Migrati-
onseigenschaften der Panc-1 Zellen.
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3.3 Zellorientierung
Mechanische Kräfte spielen eine entscheidende Rolle zur Erhaltung der Integrität
und Funktionalität einer Zelle [Janmey07]. Die Experimente mit zyklischer Deh-
nung von Substraten stellen ein etabliertes Verfahren dar, um mechanischen Kräfte
nachzuahmen. In der Regel führen solche Experimente häuﬁg zu einer Polarisierung
und Umstrukturierung der Zellmorphologie in eine bestimmte Richtung [Jung08]
[Hayakawa00] [Wang01]. In diesem Zusammenhang wurden in vorangegangen Ar-
beiten verschiedene Größen wie der Orientierungsparameter S und die charakteris-
tische Zeit τ eingeführt und verwendet, um diese morphologische Umstrukturierung
zu beschreiben. Sie werden in diesem Abschnitt herangezogen, um den Einﬂuss der
Keratinumstrukturierung durch den SPC Eﬀekt auf die morphologische Neuausrich-
tung und ihre benötigte Dauer bei den Dehnversuchen zu untersuchen. Die genaue
Berechnung der verwendeten Größen ist in Abschnitt 2.3.3 auf Seite 44 hinterlegt.
3.3.1 Orientierung auf ﬂachen PDMS-Substraten
In diesem Unterabschnitt werden die Ergebnisse aus Kontrollversuchen vorgestellt.
Hierfür wurden die Panc-1 Zellen auf ﬂache PDMS-Substrate ausgesät und über ein
Zeitraum von acht Stunden Phasenkontrastbilder in regelmäßigen Zeitabständen
aufgenommen. Aus den Aufnahmen wurde der Mittelwert für den Orientierungspa-
rameter S der Panc-1 Zellen bestimmt. Sie dienen als Referenz für die Ergebnisse
aus dem folgenden Abschnitt 3.3.2. Die zwei Abbildungen 3.12 und 3.13 auf Seite
56 zeigen die Verteilungen für den Mittelwert vom Orientierungsparameter S für die
Kontrollexperimente jeweils mit und ohne SPC-Behandlung. Hierzu wurde für jedes
Experiment zu jedem Zeitpunkt ti der Phasenkontrastaufnahmen die Orientierung
aller gemessenen Zellen bestimmt. Anschließend wurde der Mittelwert Si aus n Zel-
len zum Zeitpunkt ti gebildet. Die Abbildungen 3.12 und 3.13 auf Seite 56 zeigen
die Verteilung für Si jeweils mit und ohne SPC-Behandlung.
Beim Vergleich der Verteilungen aus den Abbildungen 3.12 und 3.13 auf Seite 56
erkennt man keinen Unterschied in der Orientierung der Panc-1 Zellen zu den jewei-
ligen Zeitpunkten ti. In beiden Fällen wurde der Orientierungsparamter S aus dem
Mittelwert aus allen Werten für Si mit dem Standardfehler zu SKont.=SKont.SPC =
0.00 ± 0.02 bestimmt.
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Abbildung 3.12: Die Abbildung zeigt die
Verteilung für den Orientierungsparamter Si aus
den Kontrollversuchen ohne SPC-Behandlung
(n=120 aus vier Experimenten mit 69 Zellen und
bis zu 38 Zeitpunkten).
Abbildung 3.13: Die Abbildung zeigt die
Verteilung für den Orientierungsparamter Si
aus den Kontrollversuchen mit SPC-Behandlung
(n=114 aus vier Experimenten mit 31 Zellen und
bis zu 38 Zeitpunkten).
3.3.2 Orientierung bei Dehnversuchen
Um die Wirkung vom SPC Eﬀekt auf die Umstrukturierung der Zellmorphologie zu
untersuchen, wurden Panc-1 Zellen auf ﬂache PDMS-Substrate ausgesät und jeweils
mit und ohne SPC-Behandlung acht Stunden lang mit verschiedenen Frequenzen
zwischen 0.05Hz und 2.0Hz zyklisch gedehnt. Zur Charakterisierung der Zellorien-
tierung wurde der Orientierungsparameter S verwendet. Dieser wurde wie in Unter-
abschnitt 3.3.1 beschrieben bestimmt. Bei jedem Experiment wurde die Orientierung
zum jeweiligen Zeitpunkt ti aller gemessenen Zellen bestimmt. Anschließend wurde
der Mittelwert Si aus n Zellen zum Zeitpunkt ti gebildet. Zur Charakterisierung der
verschiedenen Einstellungen (Frequenz, SPC-Behandlung) wurde der Mittelwert aus
den Werten für Si gebildet. In der Tabelle 3.1 auf Seite 57 sind die Mittelwerte des
Orientierungsparameters S für die verwendeten Frequenzen dargestellt.
Bei Betrachtung der Werte aus Tabelle 3.1 erkennt man eine Abnahme vom Ori-
entierungsparameter S bei steigender Frequenz f. Folglich ist die Orientierung der
Zellmorphologie im Mittel mit steigender Frequenz f häuﬁger senkrecht zur Zugrich-
tung ausgerichtet. Dieser Verlauf wird durch die SPC-Behandlung der Panc-1 Zellen
weiter verstärkt. Liegen die Werte für kleine Frequenzen noch dicht beieinander,
unterscheiden sich die Werte ab einer Frequenz von 0.2Hz zum ersten Mal. Ab die-
ser Schwelle sind die Orientierungsparameter für SPC-behandelte Zellen niedriger
als ohne SPC-Behandlung. Infolgedessen scheint die Umstrukturierung des Keratin-
netzwerks durch SPC die Ausrichtung der Zellmorphologie zu verstärken.
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Frequenz f [Hz] S ohne SPC n S mit SPC n
0.00 0.00 ± 0.02 69 0.00 ± 0.02 31
0.05 -0.12 ± 0.02 74 -0.13 ± 0.02 60
0.10 -0.18 ± 0.02 42 -0.21 ± 0.02 52
0.20∗ -0.25 ± 0.02 53 -0.32 ± 0.02 46
0.50∗ -0.38 ± 0.02 72 -0.46 ± 0.02 46
1.00∗ -0.50 ± 0.02 45 -0.60 ± 0.02 47
2.00∗ -0.60 ± 0.02 63 -0.68 ± 0.02 69
Tabelle 3.1: Die Tabelle zeigt die verschiedenen Orientierungsparameter S mit Standardfehler
SE und n untersuchten Zellen für die Ausrichtung der Panc-1 Zellen mit und ohne SPC-Behandlung
für die verschiedenen Frequenzen der Dehnung an. (∗= signiﬁkant unterschiedlich zwischen mit und
ohne SPC-Behandlung nach T-Test mit p<0.05).
Trägt man die Werte für S logarithmisch über die Frequenz f graphisch auf, ergibt
sich die folgende Abbildung 3.14.
Abbildung 3.14: Darstellung des Orientierungsparameters S für die verschiedenen Frequenzen
der Dehnung jeweils mit und ohne SPC-Behandlung aus der Tabelle 3.1.
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Man erkennt anhand der Abbildung 3.14 eine Verschiebung für den Orientierungs-
parameter S, hin zu kleineren Werten für den Orientierungsparameter bei gleichen
Frequenzen. Wird eine exponentielle Funktion wie in Gleichung 3.1 an die Werte
angeglichen, ergeben sich zwei unterschiedliche Exponenten fC .
S(f) = A e−
f
fc + B (3.1)
Ihr Wert und die Varianz wurde ohne SPC-Behandlung zu fc(Kontrolle) = 0.54 ±
0.02 1
s
und mit SPC-Behandlung zu fc(KontrolleSPC) = 0.63 ± 0.02 1s bestimmt.
Der Unterschied deutet darauf hin, dass die SPC-Behandlung den Ausrichtungsgrad
für die angewandte Frequenz erhöht. Betrachtet man z.B. den Wert für S=-0.60, so
wird dieser ohne SPC-Behandlung bei einer Frequenz von 2.0Hz erreicht, jedoch mit
SPC-Behandlung schon bei 1.0Hz.
Zusammenfassend deuten die Daten auf eine erhöhte Anzahl von senkrecht zur Zu-
grichtung orientierten SPC-behandelten Panc-1 Zellen hin. Der Ausrichtungsgrad
scheint durch die Keratinumstrukturierung verstärkt zu werden.
3.3.3 Zeitliche Dauer der Neuausrichtung
In diesem Unterabbschnitt werden die Ergebnisse zur Dynamik der morphologi-
schen Umstrukturierung vorgestellt. Hierfür wird die charakteristische Zeit τ her-
angezogen, die den Prozess der morphologischen Umgestaltung charakterisiert. Sie
beschreibt die Dauer von einer anfänglich zufälligen Ausrichtung der Zellen (S=0)
zu einer neuen Vorzugsrichtung (S 6=0) mit einem exponentiellen Verlauf (vgl. Ab-
schnitt 2.3.3 auf Seite 44). Zu diesem Zweck wurde die zeitlichen Entwicklung des
Orientierungsparameters S bei einem Dehnversuch über die Zeit t aufgetragen und
anhand der Gleichung 2.2 auf Seite 46 mittels der Origin-Software angeglichen. Die
Abbildung 3.15 auf Seite 59 zeigt exemplarisch, wie die charakteristische Zeit τ aus
einem Experiment bestimmt wurde.
Um die Genauigkeit der charakteristischen Zeit τ nicht zu verfälschen, wurden die
Werte des Orientierungsparameters S, die im Vergleich zum allgemeinen Verlauf
mehr als 100% aufgrund von Zellteilung und ähnlichen Eﬀekten abwichen als Aus-
reißer ausgeschlossen. Für jede Einstellung (Frequenz, SPC-Behandlung) wurden
mindestens drei Experimente durchgeführt und anschließend der Mittelwert für die
charakteristische Zeit τ gebildet. Die auf diese Weise ermittelten Werte für die Dehn-
versuche sind in der folgenden Tabelle 3.2 dargestellt. Die Werte für die charakteris-
tische Zeit τ mit Frequenzen unterhalb von 0.2Hz konnten aufgrund ihrer Schwan-
kungen nur mit sehr großen Fehlern an die Funktion aus Gleichung 2.2 auf Seite 46
3.3. ZELLORIENTIERUNG 59
Abbildung 3.15: Darstellung der zeitlichen Entwicklung vom Orientierungsparameter S bei
einem Dehnversuch mit SPC-Behandlung bei 8% Amplitude und einer Frequenz von 2,0Hz. Die
rote Linie ist die Angleichungskurve aus Gleichung 2.2 auf Seite 46, die mittels Origin angepasst
wurde. In diesem Fall beträgt die charakteristische Zeit τ=0.43±0.07 h.
angeglichen werden und werden für die weitere Betrachtung ausgeschlossen. In der
folgenden Tabelle 3.2 sind die Werte der charakteristische Zeit τ für die verschiede-
nen Frequenzen der Dehnung dargestellt.
Frequenz f [Hz] τ [h] ohne SPC n τ [h] mit SPC n
0.20∗ 1.47 ± 0.06 34 0.91 ± 0.03 46
0.50∗ 1.35 ± 0.8 28 0.85 ± 0.06 46
1.00∗ 1.08 ± 0.04 35 0.75 ± 0.05 47
2.00 0.40 ± 0.06 63 0.40 ± 0.06 69
Tabelle 3.2: Die Tabelle zeigt die charakteristische Zeit τ für die verschiedenen Frequenzen der
Dehnung bei konstanter Amplitude von 8% an. Der angegebene Fehler beim Orientierungspara-
meter entspricht der Varianz aus der Angleichung und n der untersuchten Anzahl von Zellen. (∗=
signiﬁkant unterschiedlich zwischen mit und ohne SPC-Behandlung nach T-Test mit p<0.05)
Die Werte aus Tabelle 3.2 zeigen unabhängig von der SPC-Behandlung eine Abnah-
me für die charakteristische Zeit τ mit steigender Frequenz f. Beim Vergleich der
Werte τ erkennt man, dass mit SPC-Behandlung zu einer weiteren Abnahme der
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charakteristische Zeit für Frequenzen unterhalb von 2.0Hz führt. Im Fall von 2.0Hz
scheint die SPC-Behandlung keinen Einﬂuss mehr auf die charakteristische Zeit τ
zu haben und wurde unabhängig zu τ2.0Hz = 0.40 ± 0.06 h bestimmt.
Zur Untersuchung der Beziehung zwischen der charakterisitischen Zeit τ und der
Dehnungsfrequenz f wurden die Werte aus Tabelle 3.2 graphisch aufgetragen. Die
folgenden Abbildung 3.16 und 3.17 zeigen die Werte sowohl in doppellogarithmischer
(links) als auch in linearer (rechts) Auftragung.
Abbildung 3.16: Darstellung der charakte-
ristischen Zeit τ für die verschiedenen Frequen-
zen der Dehnung jeweils mit und ohne SPC-
Behandlung aus der Tabelle 3.2 in doppelloga-
rithmischer Auftragung.
Abbildung 3.17: Darstellung der charakte-
ristischen Zeit τ für die verschiedenen Frequen-
zen der Dehnung jeweils mit und ohne SPC-
Behandlung aus der Tabelle 3.2 in linearer Auf-
tragung.
Beide Abbildungen 3.16 und 3.17 zeigen eine Verschiebung der Werte für die cha-
rakteristische Zeit τ mit SPC-Behandlung. Beim Vergleich der Messpunkte führt
die SPC-Behandlung zu einer verkürzten Reaktionszeit der Panc-1 Zellen, die ab
einer Frequenz von 2.0Hz in eine Art Sättigung über geht und die charakteristische
Zeit unabhängig von der SPC Zugabe wird. Die doppellogarithmische Auftragung in
Abbildung 3.16 lässt auf keine konkrete Beziehung zwischen der charakteristischen
Zeit τ und der Frequenz f der Form τ ∝ fα schließen. Betrachtet man lediglich den
Bereich zwischen 0.2Hz und 2.0Hz aus Abbildung 3.17, erkennt man ein eher linea-
res Verhalten. Dabei ist die Steigung für das lineare Verhalten mit SPC-Behandlung
kleiner als ohne.
Folglich steigert die SPC-Behandlung ähnlich wie im Unterabschnitt 3.3.2 zuvor
die Reaktionsfähigkeit der Panc-1 Zellen bei Dehnversuchen, die jedoch ab einer
Frequenz von 2.0Hz in eine Art Sättigung zu gehen scheint. Das durch den SPC
Eﬀekt umstrukturierte Keratinnetzwerk scheint die morphologische Neuausrichtung
der Zelle bis zu einem gewissen Grad zu begünstigen.
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3.3.4 Diskussion
Mechanische Kräfte spielen eine entscheidende Rolle in der Regulierung der Integri-
tät und der Funktionalität einer Zelle [Janmey07]. Kräfte, die von außen auf eine
Zelle wirken, werden von ihr wahrgenommen und in Signale umgewandelt, die ver-
schiedene Zellreaktionen hervorrufen. In diesem Zusammenhang stellen Experimente
mit zyklischer Dehnung von Substraten ein etabliertes Verfahren dar, um diese me-
chanische Kräfte nachzuahmen. Eine häuﬁg beobachtete Reaktion von Zellen auf
eine zyklische Dehnung der Substrate ist die Polarisierung und Umstrukturierung
der Zellmorphologie senkrecht zur Zugrichtung [Jung08] [Hayakawa00] [Wang01]. In
diesem Zusammenhang wurden Panc-1 Zellen auf ﬂache PDMS-Substrate ausgesät
und jeweils mit und ohne SPC-Behandlung mit verschiedenen Frequenzen gedehnt,
um den Einﬂuss der Keratinumstrukturierung durch den SPC Eﬀekt auf die mor-
phologische Umgestaltung als Reaktion auf die Dehnung zu untersuchen.
Die dargestellten Ergebnisse aus Abschnitt 3.3 zeigen, dass die Panc-1 Zellen sich
unter den beschriebenen Bedingungen für die Dehnversuche bevorzugt senkrecht zur
Zugrichtung ausrichten. Der Orientierungsparameter S, der die Ausrichtung der Zel-
len charakterisiert, ist in diesem Zusammenhang aus der Kontrolle mit S≈0 mit
steigender Dehnungsfrequenz abgefallen SsHz=-0.60±0.02, was eine höhere Anzahl
von senkrecht zur Zugrichtung orientierten Zellen entspricht. Die SPC-Behandlung
führte für Frequenzen oberhalb von 0.2Hz bei den Dehnversuchen zu einem weiteren
Abfall der Orientierungsparameter. Folglich scheint das umstrukturierte Keratin-
netzwerk den Grad an Ausrichtung der Panc-1 Zellen positiv zu begünstigen.
Eine mögliche Erklärung für diesen Eﬀekt könnte eine unterschiedlich stark wirkende
Deformation auf die Panc-1 Zellen bei den Dehnungsversuchen sein. Das Keratin-
netzwerk wird häuﬁg in Verbindung mit den mechanischen Eigenschaften von Epi-
thelzellen gebracht und könnte aufgrund dessen einen Teil der Deformation, die auf
eine Zelle wirkt, absorbieren [Yamada02] [Beil03] [Magin07] [Russell04] [Sivara09].
Eine Umstrukturierung des Keratinnetzwerks könnte den absorbierenden Beitrag der
Deformation erniedrigen und infolgedessen könnte eine höhere eﬀektive Deformation
auf die Zelle wirken, die eine stärker ausgeprägte Zellreaktion, wie z.B eine erhöhte
Ausrichtung der Zellen senkrecht zur Zugrichtung, zur Folge hätte.
Der Einﬂuss der SPC-Behandlung wurde ebenfalls für die Dauer der morphologi-
schen Umstrukturierung beobachtet, bei der die charakteristische Zeit τ mit zuneh-
mender Dehnungsfrequenz bis zu einer Art Sättigung bei 2Hz abnahm. In beiden
Fällen führte die Keratinumstrukturierung durch den SPC Eﬀekt zu einer schnelle-
ren Reorientierung der Panc-1 Zellen für Dehnungsfrequenzen unterhalb von 2Hz.
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Eine mögliche Erklärung für die schnellere Reorientierung bezüglich der charak-
teristischen Zeit τ könnte die erniedrigte Steiﬁgkeit der Panc-1 Zellen bei SPC-
Behandlung liefern [Beil03]. In der Arbeit von Beil et al. wurde gezeigt, dass die
Steiﬁgkeit von Panc-1 Zellen durch die SPC-Behandlung abnimmt. Die Abnahme
wird der Umstrukturierung vom Keratinnetzwerk zugeschrieben. Eine Übertragung
dieser Ergebnisse auf die Resultate aus den Dehnversuchen könnte zu der Schlussfol-
gerung führen, dass die durch die Aktin-Myosin-Maschinerie generierten Kontraktio-
nen bei der morphologischen Umgestaltung auf eine erniedrigte Steiﬁgkeit der Zelle
stößt, und aufgrund dessen die Zellreaktion schneller ablaufen kann. Die sterische
Interaktion zwischen den Keratinﬁlamenten und dem Aktinnetzwerk wäre in die-
sem Zusammenhang erniedrigt und würde mit dem gleichen Maß an Kontraktion
eine schnellere Umstrukturierung erreichen. Folglich könnte die sterische Wechsel-
wirkung zwischen dem Aktin- und Keratinnetzwerk den Reorganisationsprozess der
Aktinfaser verlangsamen. Eine andere Möglichkeit die schnellere Reorientierung be-
züglich der charakteristischen Zeit τ zu erklären, könnte an der leicht erhöhten Po-
lymerisierung von F-Aktin liefern. Sie SPC Behandlung führt, neben der Abnahme
der Steiﬁgkeit der Panc-1 Zelle, zu einer leichten Erhöhung von ﬁlamentösen Aktin
(ca. 5%), die die morphologischen Umstrukturierung der Zelle beschleunigen könnte
[Beil03].
Der Fall für die Dehnungsfrequenz von 2.0Hz als eine Art Sättigung ist gesondert zu
betrachten. Die SPC-Behandlung scheint bei dieser Sättigung keinen Einﬂuss mehr
auf die morphologische Umgestaltungsdauer zu haben und folglich unabhängig von
der Keratinstrukturierung zu sein. Dies könnte durch die Zerstörung der Kerat-
instrukturen in der Zellperipherie erklärt werden. Bei hohen Frequenzen (2.0Hz)
könnten die Keratinstrukturen in der Zellperipherie beeinträchtigt sein oder sogar
zerstört werden. Infolgedessen könnte man einen ähnlichen Eﬀekt der verkürzten
charakteristischen Zeit τ wie bei der Umstrukturierung des Keratinnetzwerks durch
SPC erwarten. Eine Unterscheidung zwischen der Umstrukturierung des Keratin-
netzwerks durch SPC Behandlung und den zerstörten Keratinﬁlamenten in der Zell-
peripherie bei hohen Dehnfrequenzen (2.0Hz) wäre nicht mehr möglich und beide
Fälle könnten das gleiche Verhalten aufweisen.
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3.4 Zellmigrationen
Die Ergebnisse zur Untersuchung der Zellmigration werden in diesem Abschnitt
vorgestellt. Diese umfassen die Migration der Panc-1 Zellen auf ﬂachen PDMS-
Substraten als Kontrolle, sowie die Migration bei den Dehnversuchen und mi-
krostrukturierten Oberﬂächen. Die Berechnung der verwendeten charakteristischen
Größen aus den gewonnen Daten ist in Abschnitt 2.3.4 auf Seite 46 beschrieben.
3.4.1 Migration auf ﬂachen PDMS-Substraten
Als Referenz für die Migrationsanalysen bei den Dehnversuchen, Säulen und Rillen-
Substraten dienten die ﬂachen PDMS-Substrate. Die Migration der Zellen wurde
unter gleichen Bedingungen analysiert und für verschiedene Größen, wie sie in Ab-
schnitt 2.3.4 auf Seite 46 beschrieben sind, berechnet. Es wurden die Richtungsab-
hängigkeit D, der Orientierungsparameter S und das Verhätlis von My/Mx bestimmt,
die die Migration der Zellen charakterisieren. Die folgende Tabelle 3.3 umfasst die
charakteristischen Größen mit den ermittelten Geschwindigkeiten für die Kontroll-
experimente mit und ohne SPC-Behandlung und werden anschließend im Einzelnen
vorgestellt.
Charakteristische Größe ohne SPC mit SPC
Orientierungsparameter SKontrolle 0.02 ± 0.03 0.04 ± 0.05
Mx/My (Kontrolle) 0.98 ± 0.03 0.99 ± 0.02
Richtungsabhängigkeit DKontrolle 0.174 ± 0.006 0.181 ± 0.007
Geschwindigkeit v [µm/min] 0.44∗ ± 0.02 0.65∗ ± 0.02
Tabelle 3.3: Die Tabelle zeigt die verschiedenen charakteristischen Größen mit Standardfehler
SE für die Zellmigration mit (n=71) und ohne (n=179) SPC-Behandlung für die Kontrollexperi-
mente auf ﬂachen PDMS-Substraten, die nach Abschnitt 2.3.4 auf Seite 46 berechnet wurden. (∗=
signiﬁkant unterschiedlich zwischen mit und ohne SPC-Behandlung nach T-Test mit p<0.05).
Aus dem Winkel zwischen der X-Achse und der Gerade aufeinander folgender Posi-
tionen während der einzelnen Migrationsschritte wurde der Orientierungsparameter
Si nach Gleichung 2.1 auf Seite 45 bestimmt. Die auf diese Weise erhaltenen Werte
wurden für die gesamte Migration der Zelle gemittelt (S= 1
n
ΣSi mit n Migrations-
schritten). Anschließend wurde der Mittelwert für alle untersuchten Zellen gebildet
(S= 1
n
ΣS mit n untersuchten Zellen) und führten für den Orientierungsparameter
S ohne SPC-Behandlung zu SKon. = 0.02 ± 0.03 und mit zu SKon.SPC = 0.04 ±
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0.05. Beide Werte sind annährend Null. Folglich liegt eine zufällige Migration der
Panc-1 Zellen vor, die im Mittel keine bestimmte Richtung bevorzugen. Bildet man
das Verhältnis zwischen der projizierten Migration auf die senkrecht zueinander ste-
henden X- und Y-Achsen, ergeben sich folgende Zahlen für die Verhältnisse ohne
SPC-Behandlung Mx/My(Kon.) = 0.98 ± 0.03 und mit Mx/My(Kon.SPC) = 0.99
± 0.02. Der Wert nah bei eins entspricht ebenfalls einer Migration in zufällige Rich-
tungen ohne das eine bestimmte bevorzugt wird. Als dritte charakteristische Größe
wurde zusätzlich der Wert für die Richtungsabhängigkeit D bestimmt. Dieser errech-
net sich aus dem Verhältnis des euklidischen (Ae) und des akkumulierten Abstands
(Aa) der Zellmigration. Er beschreibt bei einem Wert von eins die absolut gerichte-
te Bewegung in eine einzige Richtung (Ae=Aa), während eines Werts nah bei Null
auf eine ungerichtete Bewegung hindeutet (AeAa), bei der die Start- und Endpo-
sition nah beieinander liegen. Eine Migration bei dem die Start- und Endposition
identisch ist ergibt sich für die Richtungsabhängigkeit ein Wert von D=0. Die Rich-
tungsabhängigkeit D wurde ohne SPC-Behandlung zu DKon.= 0.18 ± 0.01 und mit
zu DKon.SPC= 0.19 ± 0.02 bestimmt. Die niedrigen Werte in beiden Fällen ent-
sprechen analog den anderen Größen einer ungerichteten zufälligen Migration der
Zellen. Zusätzlich zu den charakteristischen Größen wurden die Geschwindigkeiten
vi der Zellen mit und ohne SPC-Behandlung aus den verschiedenen Positionen wäh-
rend der Migration und den dazugehörigen Zeitabständen bestimmt. Hierbei wurde
die mittlere Geschwindigkeit v einer einzelnen Zelle aus den einzelnen Geschwin-
digkeiten während der Migration bestimmt (v= 1
n
Σvi mit n Einzelgeschwindigkeiten
einer Zelle) und anschließend der Mittelwert für alle untersuchten Zellen bestimmt
(v= 1
n
Σv mit n untersuchten Zellen). Die ermittelten Werte betrugen ohne SPC-
Behandlung vKont.=0.44 ± 0.02 µmmin und mit vKont.SPC=0.65 ± 0.02 µmmin . Die zwei
Abbildungen 3.18 und 3.19 auf Seite 65 zeigen die Winkelverteilung der einzelnen
Migrationsschritte als Rose-Diagramme aus jeweils 179 Zellen ohne und 71 Zellen
mit SPC-Behandlung. Die Winkelverteilungen in den Abbildungen 3.18 und 3.19
weisen eine isotrope runde Form auf, was auf eine ungerichtete Migration der Panc-
1 Zellen hindeutet und mit den ermittelten charakteristischen Größen weiter oben
im Einklang steht.
Zusammenfassend deuten die ermittelten charakteristischen Größen auf eine un-
gerichtete Migration der Zellen hin, bei der keine Richtung bevorzugt wird. Der
einzige Unterschied zur SPC-Behandlung ist in der Migrationsgeschwindigkeit zu
erkennen, die bei SPC-Behandlung zu einer Steigerung der Migrationsgeschwindkeit
führt. Folglich begünstigt die Umstrukturierung des Keratinnetzwerks die Migrati-
onseigenschaften von Panc-1 Zellen.
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Abbildung 3.18: Rose-Diagramm für die
Winkelverteilung der einzelnen Migrationsschrit-
te aus 170 Panc-1 Zellen ohne SPC-Behandlung
auf ﬂachen PDMS-Substraten.
Abbildung 3.19: Rose-Diagramm für die
Winkelverteilung der einzelnen Migrationsschrit-
te aus 71 Panc-1 Zellen mit SPC-Behandlung auf
ﬂachen PDMS-Substraten.
3.4.2 Migration bei Dehnversuchen
Ein weiterer Aspekt der Untersuchungen zur Migrationseigenschaften von Panc-
1 Zellen stellen, neben der morphologischen Umstrukturierung, die Migration auf
ﬂachen zyklisch gedehnten PDMS-Substraten dar. Man erkennt den Einﬂuss der
zyklischen Dehnung auf das Migrationsverhalten anhand der Bewegungstrajektorien,
wie sie in den folgenden zwei Abbildungen 3.20 und 3.21 dargestellt sind.
Abbildung 3.20: Darstellung der Trajekto-
rien von Panc-1 Zellen auf einem ﬂachen PDMS-
Substrat aus 14 Stunden. Die eingezeichnete Ska-
la entspricht 150µm.
Abbildung 3.21: Darstellung der Trajek-
torien von Panc-1 Zellen auf einem ﬂachen
PDMS-Substrat bei einem Dehnversuch mit
SPC-Behandlung, Amplitude von 8% und Deh-
nungsfrequenz von 2.0Hz über knapp 8 Stunden.
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In der linken Abbildung 3.20 ist das Migrationsverhalten in Form von Bewegungs-
trajektorien aus einem Kontrollexperiment dargestellt, bei dem die Panc-1 Zellen auf
einem ﬂachen PDMS-Substrat ausgesät und die Migration aus Phasenkontrastauf-
nahmen erfasst wurde. Die rechte Abbildung 3.21 zeigt die Trajektorien aus einem
Dehnversuch mit der X-Achse als Zugrichtung. Am Verlauf der Trajektorien erkennt
man, wie sich die ungerichtete Migration ohne Vorzugsrichtung in eine gerichtete
Migration senkrecht zur Zugrichtung entlang der Y-Achse verändert.
Zur Charakterisierung der Zellmigration diente ähnlich wie in Abschnitt 3.4.1 der
Orientierungsparameter S. Dieser dient in der Regel zur Charakterisierung der Aus-
richtung einer Zelle. Wird im Falle der Migration der Winkel zwischen der X-Achse
(Zugrichtung) und der Gerade aufeinander folgender Positionen während der Migra-
tion ermittelt, so kann dieser ermittelte Winkel genutzt werden, um die Migration
anhand des Orientierungsparameters S zu charakterisieren. Es wurde für jeden Mi-
grationsschritt einer Zelle der Orientierungsparameter Si bestimmt. Im nächsten
Schritt wurde der Mittelwert für jede einzelne Zelle gebildet (S= 1
n
ΣSi mit n Mi-
grationsschritten). Anschließend wurde der Mittelwert für alle untersuchten Zellen
gebildet (S= 1
n
ΣS mit n untersuchten Zellen). Die folgende Tabelle 3.4 zeigt die Re-
sultate für den Orientierungsparameter S aus den Dehnungsexperimenten mit und
ohne SPC-Behandlung.
Frequenz f [Hz] S ohne SPC n S mit SPC n
0.10 -0.07 ± 0.03 42 -0.11 ± 0.03 52
0.20 -0.20 ± 0.02 53 -0.19 ± 0.03 46
0.50∗ -0.26 ± 0.02 72 -0.32 ± 0.02 46
1.00∗ -0.29 ± 0.02 45 -0.38 ± 0.03 47
2.00∗ -0.36 ± 0.02 63 -0.45 ± 0.02 69
Tabelle 3.4: Darstellung der verschiedenen Orientierungsparameter S aus der Migration bei den
Dehnungsexperimenten mit und ohne SPC-Behandlung für die verschiedenen Dehnungsfrequenzen
mit Standardfehler SE und n als Anzahl der untersuchten Zellen. (∗= signiﬁkant unterschiedlich
zwischen mit und ohne SPC-Behandlung).
Bei Betrachtung der Werte erkennt man eine Abnahme des Orientierungsparam-
ters S mit steigender Frequenz f, was einer erhöhten Anzahl von Zellen entspricht,
die senkrecht zur Zugrichtung orientiert sind. Die Abnahme vom Orientierungspa-
rameter wird durch SPC Zugabe für Frequenzen oberhalb von 0.2Hz verstärkt. Zur
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Visualisierung der Werte aus Tabelle 3.4 wurden diese logarithmisch und linear in
den folgenden Abbildungen 3.22 und 3.23 dargestellt.
Abbildung 3.22: Darstellung des Orientie-
rungsparameters S für die verschiedenen Fre-
quenzen der Dehnung jeweils mit und ohne SPC-
Behandlung in logarithmischer Auftragung aus
Tabelle 3.4.
Abbildung 3.23: Darstellung des Orientie-
rungsparameters S für die verschiedenen Fre-
quenzen der Dehnung jeweils mit und ohne SPC-
Behandlung in linearer Auftragung aus Tabelle
3.4.
Am Verlauf der Messpunkte erkennt man aus den beiden Abbildungen 3.22 und
3.23 eine Verschiebung für den Orientierungsparamter S, je nachdem ob eine SPC-
Behandlung vorliegt oder nicht. In beiden Fällen liegt eine bevorzugte Migration der
Panc-1 Zellen senkrecht zur Zugrichtung entlang der Y-Achse vor. Dieser Eﬀekt wird
mit zunehmender Frequenz stärker. Hierbei scheint die SPC Zugabe Frequenzen un-
terhalb von 0.5Hz keinen Unterschied auf die Migrationseigenschaften zu haben. Dies
ändert sich ab einer Frequenz von 0.5Hz. Im Bereich von 0.5Hz bis 2.0Hz scheint
die SPC-Behandlung die bevorzugte Migration senkrecht zur Zugrichtung zu ver-
stärken. Beim Vergleich der Werte für S2.0Hz= -0.36 ± 0.02 mit S1.0HzSPC= -0.38
± 0.03 erkennt man, dass die SPC-Behandlung die benötigte Dehnungsfrequenz na-
hezu halbiert. Folglich scheint das umstrukturierte Keratinnetzwerk die Migration
während der Dehnversuche derart zu beeinﬂussen, dass die gerichtete Migration der
Panc-1 Zellen senkrecht zur Zugrichtung zunimmt.
Zusätzlich wurden die Geschwindigkeiten der Panc-1 Zellen für die verschiedenen
Frequenzen bei den Dehnungsexperimenten ermittelt und sind in der Tabelle 3.5 auf
Seite 68 dargestellt. Diese sind jedoch kritisch zu betrachten, da die Unterschiede in
der Geschwindigkeit einzelner Zellen innerhalb der Experimente um teilweise 20%
abwichen. Die dargestellten Werte wurden mit dem Mittelwert aus den Experimen-
ten bestimmt und zusätzlich aus der Anzahl der untersuchten Zellen gewichtet.
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Frequenz f [Hz] v ohne SPC [ µm
min
] n v mit SPC [ µm
min
] n
0.10∗ 0.50 ± 0.06 42 0.71 ± 0.7 52
0.20∗ 0.47 ± 0.04 53 0.60 ± 0.04 46
0.50∗ 0.47 ± 0.03 72 0.69 ± 0.04 46
1.00∗ 0.43 ± 0.04 45 0.66 ± 0.04 47
2.00∗ 0.50 ± 0.05 63 0.61 ± 0.05 69
Tabelle 3.5: Darstellung der verschiedenen mittleren Geschwindigkeiten v bei der Migration aus
den Dehnungsexperimenten mit und ohne SPC-Behandlung für verschiedene Dehnungsfrequenzen
mit Standardfehler SE und n untersuchten Zellen. (∗= signiﬁkant unterschiedlich zwischen mit und
ohne SPC-Behandlung nach T-Test p<0.05)
Die ermittelten Werte sind beim Vergleich zu den Geschwindigkeiten aus den Ex-
perimenten mit Kontrollbedingungen ohne Dehnung etwa gleichgroß (vgl. Tabelle
3.3 auf Seite 63). Eine Abhängigkeit der Geschwindigkeit von der Dehnungsfrequenz
konnte nicht festgestellt werden.
3.4.3 Migration auf Rillen-Substraten
Im Allgemeinen unterliegen Zellen während der Migration physikalischen und chemi-
schen Signalen, die zusammen den Migrationsmechanismus dirigieren [Fouchard11]
[Hood02] [Wang2001]. Ein Vertreter der physikalischen Signale stellt eine veränderte
Topographie dar [Loesberg06] [Doyle09]. Sie beeinﬂusst sowohl die Zellpolarisation
wie z.B. in Abbildung 3.24 als auch die Migrationsrichtung und wird als Contact-
Guidance bezeichnet [Teixeira03] [Frey06] [Saez07] [Hamilton10].
Abbildung 3.24: Darstellung der Zellpo-
larisation einer SPC-behandelten Panc-1 Zel-
le auf einem Rillen-Substrat mit Höhe=350nm,
Breite=4µm und Abstand=4µm.
In diesem Zusammenhang wur-
den Panc-1 Zellen auf verschiedene
Rillen-Substrate mit und ohne SPC-
Behandlung kultiviert (vgl. Abschnitt
2.1.4 auf Seite 38), um den Einﬂuss der
Keratinumstrukturierung auf die Migra-
tionseigenschaften zu untersuchen. Die
Abbildung 3.24 zeigt exemplarisch eine
SPC-behandelte Panc-1 Zelle auf einem
Rillen-Substrat. Die Zellpolarisation
verläuft parallel zu den Rillenstrukturen
entlang der Y-Achse. Darüber hinaus
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zeigen die Trajektorien der Migration in den Abbildungen 3.9 bis 3.11 auf Seite
54 den Einﬂuss der Rillenstrukturen auf die Migrationseigenschaften. Die Zellen
migrieren bevorzugt entlang der Rillen im Vergleich zu der ungerichteten Migration
bei der Kontrolle auf ﬂachen PDMS-Substrate. Zur Quantiﬁzierung der Zellmigra-
tion wurden verschiedene charakteristische Größen bestimmt, die im Folgenden
einzeln vorgestellt werden.
Zuerst werden die Winkelverteilungen aus der Zellmigration mit und ohne SPC-
Behandlung dargestellt. Sie sind als Rose-Diagramme in den folgenden Abbildungen
3.25 und 3.26 dargestellt.
Abbildung 3.25: Rose-Diagramm für die
Zellmigration ohne SPC-Behandlung auf einem
Rillen-Substrat mit Höhe=350nm, Breite=4µm
und Abstand=4µm. Das Diagramm zeigt die
Winkelverteilung der Migrationsrichtung für
n=64 Zellen.
Abbildung 3.26: Rose-Diagramm für die
Zellmigration mit SPC-Behandlung auf einem
Rillen-Substrat mit Höhe=350nm, Breite=4µm
und Abstand=4µm. Das Diagramm zeigt die
Winkelverteilung der Migrationsrichtung für
n=66 Zellen.
Beim Vergleich der Abbildungen 3.25 und 3.26 mit den entsprechenden Abbildun-
gen 3.18 und 3.19 auf Seite 65 aus den Kontrollen, erkennt man eine Veränderung
der Verteilung. Diese verändert sich von einer runden (Kontrolle) in eine stark oval
ausgeprägte Form, die entlang der Rillen ausgerichtet ist. Darüber hinaus kann man
bei der SPC-Behandlung im Vergleich zu ohne eine Abnahme der Verteilung entlang
der X-Achse im mittleren Bereich erkennen. Folglich scheint die mikrostrukturierte
Oberﬂäche einen Einﬂuss auf die Migrationsrichtung von Panc-1 Zellen zu haben,
die durch SPC-Behandlung verstärkt werden kann. Infolgedessen stellt die gerich-
tete Migration durch die verwendete Topographie die Grundvoraussetzung für die
folgenden Analysen dar. Im Folgenden werden die berechneten Werte vorgestellt, die
diese Winkelverteilung charakterisieren.
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Als erstes wurde der Orientierungsparamer S für die Migration auf den verschiedenen
Rillen-Substraten analog wie in Unterabschnitt 3.4.2 auf Seite 65 beschrieben berech-
net. Im Vergleich zu den Ergebnissen bei den Dehnversuchen (vgl. Abschnitt 3.4.2)
bei dem die Zugrichtung gleich mit der X-Achse verläuft, verlaufen die Rillenstruk-
turen entlang der Y-Achse. Infolgedessen entspricht bei den Rillenexperimenten ein
Wert für S=1 einer Migration entlang der Rillen, S=-1 senkrecht zu diesen und S=0
einer beliebigen Migration ohne Vorzugsrichtung. Die Berechnung des Orientierungs-
parameters S für die verschiedenen Rillen-Substrate mit und ohne SPC-Behandlung
führt zu den in Tabelle 3.6 enthaltenen Werten.
Experiment S ohne SPC n S mit SPC n
Kontrolle 0.02 ± 0.03 179 0.04 ± 0.05 71
H200-B2-A2∗ 0.28 ± 0.02 95 0,45 ± 0.03 52
H200-B4-A4∗ 0.33 ± 0.02 90 0.43 ± 0.02 53
H350-B2-A2∗ 0.42 ± 0.02 91 0.55 ± 0.02 61
H350-B4-A4∗ 0.47 ± 0.02 89 0.57 ± 0.02 59
Tabelle 3.6: Die Tabelle zeigt die verschiedenen Orientierungsparameter S mit Standardfehler
SE für die Zellmigration mit und ohne SPC-Behandlung für die Kontrollen und auf den Rillen-
Substraten. Hierbei beschreibt H die Höhe der Rillen in nm, B die Breite in µm, A den Abstand
zwischen den Rillen in µm und n die Anzahl der untersuchten Panc-1 Zellen. (∗= signiﬁkant un-
terschiedlich zwischen mit und ohne SPC-Behandlung nach T-Test p<0.05)
Zur Veranschaulichung werden die Werte aus Tabelle 3.6 in der Abbildung 3.27 auf
Seite 71 dargestellt.
Die Betrachtung der Werte für den Orientierungsparameter S führt zu vier Erkennt-
nissen. Erstens migrieren die Panc-1 Zellen auf allen Substraten entlang der Rillen-
strukturen für alle Dimensionierungen der Rillenstrukturen (Höhe, Breite und Ab-
stand) und der SPC-Behandlung (SExp.>SKont.). Zweitens führt die SPC-Behandlung
bei allen verwendeten Rillen-Substraten zu einem verstärkten Vermögen, entlang
der Rillenstrukturen zu migrieren (S+SPC>S−SPC). Drittens steigert sich ohne SPC-
Behandlung das Vermögen der Zellen entlang der Rillenstrukturen zu migrieren mit
zunehmender Breite und Abstand der Rillenstrukturen (SB4−A4>SB2−A2), die mit
zunehmender Höhe der Rillenstrukturen weiter verstärkt wird (SH350>SH200). Sie
erreicht ihr Maximum ohne SPC-Behandlung bei den Substraten H350-B4-A4 und
erreicht einen Wert von S=0.47±0.02. Viertens führt die SPC-Behandlung ebenfalls
zu einem verstärkten Vermögen entlang der Rillenstrukturen zu migrieren, wenn
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Abbildung 3.27: Darstellung des Orientierungsparameters S mit Standardfehler SE für die
Zellmigration mit und ohne SPC-Behandlung für die Kontrollen und auf den Rillen-Substraten aus
Tabelle 3.6.
die Höhe der Rillenstrukturen von 200nm auf 350nm zunimmt. Jedoch scheint die
Dimensionierung der Substrate, betreﬀend der Breite B und dem Abstand A, kei-
nen Einﬂuss mehr auf dieses Vermögen zu haben. In beiden Fällen wurde für den
Orientierungsparameter ein ähnlicher Wert ermittelt, der mit SPC-Behandlung ein
Maximum bei den H350-B4-A4 Rillen-Substraten von S=0.57±0.02 erreicht.
Bildet man wie im Unterabschnitt 3.4.1 die Verhältnisse zwischen der projizierten
Migration auf die senkrecht zueinander stehenden X- und Y-Achsen, ergeben sich
folgende in der Tabelle 3.7 enthaltenden Werte. Hierbei entspricht die Y-Achse dem
Verlauf der Rillenstrukturen.
Experiment Mx/My ohne SPC n Mx/My mit SPC n
Kontrolle 0.98 ± 0.03 136 0.99 ± 0.02 57
H200-B2-A2∗ 0.71 ± 0.02 56 0.48 ± 0.02 55
H200-B4-A4∗ 0.61 ± 0,02 86 0.49 ± 0.02 59
H350-B2-A2∗ 0.53 ± 0.02 101 0.38 ± 0.02 53
H350-B4-A4∗ 0,48 ± 0.02 102 0.39 ± 0.02 52
Tabelle 3.7: Die Tabelle zeigt die verschiedenen Mittelwerte für die Verhältnisse Mx/My mit
dem Standardfehler SE für die Zellmigration mit und ohne SPC-Behandlung für die Kontrollen
und auf den Rillen-Substraten. Hierbei beschreibt H die Höhe der Rillen in nm, B die Breite in
µm, A den Abstand zwischen den Rillen in µm und n die Anzahl der untersuchten Panc-1 Zellen.
(∗= signiﬁkant unterschiedlich zwischen mit und ohne SPC-Behandlung nach T-Test p<0.05)
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Die ermittelten Werte für Mx/My zeigen ein ähnliches Verhalten der Panc-1 Zellen
bei Rillenstrukturen auf wie beim Orientierungsparameter S. Zur Visualisierung sind
die Werte für Mx/My aus Tabelle 3.7 in der folgenden Abbildung 3.28 dargestellt.
Abbildung 3.28: Darstellung der Verhältnisse Mx/My mit Standardfehler aus Tabelle 3.7 für
die Migration mit und ohne SPC-Behandlung für die Kontrollen und auf den Rillen-Substraten.
Ohne SPC-Behandlung fällt der Wert für die Verhältnisse mit steigender Breite B
und steigendem Abstand A der Rillenstrukturen ab, die durch höhere Rillenstruk-
turen noch weiter abfällt. Die SPC-Behandlung führt bei allen Substraten zu einer
verstärkten Migration entlang der Rillenstrukturen Mx/My(mit SPC)<Mx/My(ohne
SPC). Jedoch ist diese wie beim Orientierungsparameter S nur von der Rillenhöhe
H abhängig und nicht von der Dimensionierung der Rillenstrukturen.
Zusätzlich wurde die Richtungsabhängigkeit D der Zellen für die unterschiedlichen
Substrate berechnet und sind in der folgenden Tabelle 3.8 dargestellt.
Experiment D ohne SPC n D mit SPC n
Kontrolle 0.174 ± 0.006 162 0.181 ± 0.007 68
H200-B2-A2∗ 0.191 ± 0.007 56 0.302 ± 0.010 58
H200-B4-A4∗ 0.217 ± 0.005 89 0.296 ± 0.008 62
H350-B2-A2∗ 0.228 ± 0.008 108 0.364 ± 0.010 66
H350-B4-A4∗ 0.251 ± 0.006 62 0.357 ± 0.023 65
Tabelle 3.8: Darstellung der Richtungsabhängigkeit D mit Standardfehler aus der Zellmigration
mit und ohne SPC-Behandlung für die Kontrollen und auf den Rillen-Substraten für n Zellen. (∗=
signiﬁkant unterschiedlich zwischen mit und ohne SPC-Behandlung nach T-Test p<0.05)
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Eine graphische Auftragung der ermittelten Werte D führt zur folgenden Abbildung.
Abbildung 3.29: Darstellung der Richtungsabhängigkeit D mit Standardfehler aus der Zell-
migration mit und ohne SPC-Behandlung für die Kontrollen und auf den Rillen-Substraten.
Am Verlauf der Werte erkennt man analog zu den anderen Parametern, dass ohne
SPC-Behandlung die Richtungsabhängigkeit D mit steigender Breite B, Abstand A
und Höhe H der Rillenstrukturen zunimmt. Die SPC-Behandlung verstärkt diesen
Eﬀekt für alle verwendeten Substrate und erhöht sich um ca. 35% bei H=200nm und
um 50% bei H=350nm. Jedoch scheint auch an dieser Stelle die SPC-Behandlung
zwar die Richtungsabhängigkeit mit steigender Rillenhöhe zu verstärken, jedoch ist
diese unabhängig von der Dimensionierung der Rillenstrukturen.
Als letztes wurde die mittlere Durchschnittsgeschwindigkeit v auf den Rillen-
Substraten bestimmt. Ihre Werte sind in der folgenden Tabelle 3.9 dargestellt.
Experiment v ohne SPC n v mit SPC n
Kontrolle∗ 0.44 ± 0.04 179 0.65 ± 0.05 71
H200-B2-A2∗ 0.45 ± 0.05 107 0.65 ± 0.03 58
H200-B4-A4∗ 0.46 ± 0.06 73 0.63 ± 0.03 52
H350-B2-A2∗ 0.47 ± 0.04 112 0.68 ± 0.05 67
H350-B4-A4∗ 0.47 ± 0.05 110 0.69 ± 0.06 66
Tabelle 3.9: Darstellung der Migrationsgeschwindigkeiten v mit Standardfehler für die Expe-
rimente aus den Kontrollen und Rillen-Substraten jeweils mit und ohne SPC-Behandlung. (∗=
signiﬁkant unterschiedlich zwischen mit und ohne SPC-Behandlung nach T-Test p<0.05)
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Beim Vergleich der Werte für Experimente ohne SPC-Behandlung fällt auf, dass die
Dimensionierung der Rillen-Substrate für die mittlere Durchschnittsgeschwindigkeit
v keinen Einﬂuss hat. Sie ist nahezu gleich mit dem Wert für die Kontrollen und liegt
bei ca. 0.45 ± 0.05 µm/min. Das gleiche Verhalten zeigen die Werte mit der SPC-
Behandlung auf. Ungeachtet der SPC-Behandlung scheint die Dimensionierung der
Rillenstrukturen im Vergleich zur Kontrolle mit SPC-Behandlung keinen Einﬂuss
auf die mittlere Migrationsgeschwindigkeit zu haben und ihr Mittelwert beträgt ca.
0.65 ± 0.05 µm/min.
Obwohl die Migrationsgeschwindigkeit innerhalb der Experimente mit oder ohne
SPC-Behandlung nahezu konstant erscheint, zeigt der Orientierungsparameter zu-
sammen mit den anderen charakteristischen Größen ein erhöhtes Vermögen entlang
der Rillenstrukturen zu migrieren. Dieser Eﬀekt nimmt ohne SPC-Behandlung bei
Zunahme von Höhe, Breite und Abstand der Rillenstrukturen zu und wird durch
SPC-Behandlung weiter verstärkt. Jedoch scheint die gerichtete Migration der Panc-
1 Zellen auf den Rillenstrukturen durch die SPC-Behandlung nur von der Höhe der
Rillen abhängig zu sein und nicht vom Abstand und Breite der Rillen.
3.4.4 Migration auf den Säulen-Substraten
Im Rahmen dieser Arbeit dienten neben den Rillenstrukturen die Säulen-Substrate
als ein weiterer Typ einer mikrostrukturierten Oberﬂäche mit einer anderen Art
der Anisotropie (vgl. Abschnitt 2.1.3 auf Seite 37). Im Gegensatz zu den ﬂachen
PDMS-Substraten und Rillenstrukturen wurden diese jedoch lediglich an den Spit-
zen der Säulen mit Fibronektin beschichtet, wie sie aus einem Vergleichssubstrat
in Abbildung 3.30 einzusehen ist. Infolgedessen konnten die Panc-1 Zellen nur auf
den Säulenspitzen Adhäsionen via Integrine ausbilden. Dies äußert sich in der mor-
phologischen Zellform dadurch, dass der Bereich der Zellperipherie sich entlang der
Säulenspitzen abstützt, wie man exemplarisch an Abbildung 3.31 auf Seite 75 er-
kennen kann. Entsprechend den Ergebnissen aus den Rillenstrukturen in Abschnitt
3.4.3 auf Seite 68 wurde die Wirkung der SPC-Behandlung auf die Migrationseigen-
schaften von Panc-1 Zellen auf den Säulen-Substraten untersucht. Die Ergebnisse
werden im Folgenden vorgestellt.
Die Beobachtung der Phasenkontrastaufnahmen für die Migration auf den Säulen-
Substraten zeigten, dass die Panc-1 Zellen bis auf einige wenige Zellen ausschließlich
auf den Säulenspitzen migrierten. Zellen die zwischen den Säulenstrukturen migrier-
ten wurden für die Analyse der Migration auf den Säulen-Substraten ausgeschlossen.
Den Anfang der Analysen stellen die errechneten Mittelwerte für die Geschwindig-
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keit v dar. Sie wurden ohne SPC-Behandlung zu v(ohneSPC)= 0.45 ± 0.02 µm
min
und mit zu v(mitSPC)= 0.58 ± 0.02 µm
min
bestimmt. Vergleichbar zu den anderen
Substraten führt die SPC-Behandlung zu einer Steigerung der Geschwindigkeit der
Panc-1 Zellen auf den Säulen-Substraten.
Abbildung 3.30: Darstellung der Säulen-
strukturen mit Breite 2µm, einem Abstand zwi-
schen den Säulen 6µm und einer Höhe 10µm.
Die Spitzen der Säulenstrukturen wurden mit
Alexa568 angefärbten Fibronektin beschichtet.
Die eingezeichnete Skala entspricht 25µm.
Abbildung 3.31: Darstellung einer Panc-1
Zelle auf den Säulenstrukturen mit Durchmes-
ser 4µm, Abstand zwischen den Säulen von 6µm
und einer Höhe von 8,7µm. Die eingezeichneten
weißen Pfeile stellen die Ankerpunkte der Zel-
lauﬂage dar. Die eingezeichnete Skala entspricht
30µm.
Im nächsten Schritt sind die Trajektorien aus der Migration auf den Säulenstruktu-
ren mit und ohne SPC-Behandlung in den Abbildungen 3.32 und 3.33 dargestellt.
Der Durchmesser der Säulenstrukturen betrug 4µm mit einem Abstand zwischen
den Säulen von 6µm und einer Höhe von 8.7µm.
Abbildung 3.32: Darstellung der Migra-
tionstrajektorien für Panc-1 Zellen auf einem
Säulen-Substrat ohne SPC-Behandlung. Die ein-
gezeichnete Skala entspricht 100µm.
Abbildung 3.33: Darstellung der Migra-
tionstrajektorien für Panc-1 Zellen auf einem
Säulen-Substrat mit SPC-Behandlung. Die ein-
gezeichnete Skala entspricht 100µm.
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Beim Vergleich der Abbildungen 3.32 und 3.33 erkennt man auf dem ersten Blick
kein großen Unterschied, wie bei den Trajektorien aus den Rillenstrukturen in den
Abbildungen 3.9 bis 3.11 auf Seite 54. Bei näherer Betrachtung erkennt man jedoch
bei SPC-Behandlung eine leichte Tendenz zur Migration entlang der X- und Y-Achse.
Zur Untersuchung einer möglichen Veränderung der Migrationseigenschaften sind
die Winkelverteilungen der Migrationsschritte als Rose-Diagramme in den folgenden
Abbildungen 3.34 und 3.35 jeweils mit und ohne SPC-Behandlung dargestellt.
Abbildung 3.34: Winkelverteilung der Mi-
grationsbewegungen auf den Säulen-Substraten
ohne SPC-Behandlung (n=111).
Abbildung 3.35: Winkelverteilung der Mi-
grationsbewegungen auf den Säulen-Substraten
mit SPC-Behandlung (n=56).
Man erkennt bei der linken Abbildung 3.34 ohne SPC-Behandlung eine isotrope
Winkelverteilung für die Migration auf den Säulen-Substraten. Folglich migrieren
die Zellen ohne SPC-Behandlung in zufällige ungerichtete Richtungen. Im Gegen-
satz dazu zeigt die Winkelverteilung aus Abbildung 3.35 bei SPC-Behandlung eine
deutlich veränderte Form auf.
Die Berechnung des Orientierungsparameters S aus der Migration analog zu den
Ergebnissen aus den Rillen-Experimenten in Abschnitt 3.4.3 auf Seite 68 ergibt
mit und ohne SPC-Behandlung einen Wert von S=0.00 ± 0.04. Die Werte deu-
ten auf eine zufällige Migration der Zellen hin und scheinen im Widerspruch zu
der Winkelverteilung in Abbildung 3.35 zu stehen. Jedoch muss bedacht werden,
dass eine mögliche bevorzugte Migration entlang der X- und Y-Achse sich durch die
Mittelwertbildung für den Orientierungsparamater S aus den einzelnen Migrations-
schritten aufheben könnte. In diesem Fall wäre eine Unterscheidung zwischen einer
zufälligen Migration und einer gerichteten Migration entlang der Hauptachsen nicht
mit dem Orientierungsparameter zu unterscheiden. Ähnlich verhält es sich mit den
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Verhältnissen aus der Projektion der Migration auf die X- und Y-Achse (Mx/My).
Diese wurden ohne SPC-Behandlung zu Mx/My(ohneSPC)=1.01 ± 0.04 und mit zu
Mx/My(mitSPC)=1.02± 0.06 bestimmt. Entsprechend des Orientierungsparameters
S deuten die Werte für Mx/My nah bei eins ebenfalls auf eine zufällige Migration hin.
Gleichermaßen lassen sich die Verhältnisse Mx/My im Falle einer zufälligen Migrati-
on und einer gerichteten Migration entlang der X- und Y-Achse nicht unterscheiden.
Zur Unterscheidung der beiden Fälle zeigen die folgenden Abbildungen 3.36 und 3.37
die Winkelverteilung der Migration in Grad. Hierbei wurden alle Migrationswinkel
aus Symmetriegründen in den ersten Quandraten gespiegelt [Kemkemer06].
Abbildung 3.36: Winkelverteilung der Mi-
grationsbewegungen auf den Säulen-Substraten
ohne SPC-Behandlung (n=111) in Grad. Die
Häuﬁgkeit wurde auf die Gesamtzahl der Wer-
te normiert. Die Schrittweite beträgt 10°.
Abbildung 3.37: Winkelverteilung der Mi-
grationsbewegungen auf den Säulen-Substraten
mit SPC-Behandlung (n=56) in Grad. Die Häu-
ﬁgkeit wurde auf die Gesamtzahl der Werte nor-
miert. Die Schrittweite beträgt 10°.
Die linke Abbildung 3.36 zeigt eine eher gleichmäßige Verteilung der Migrations-
schritte an. Folglich liegt ohne SPC-Behandlung eine ungerichtete Migration der
Panc-1 Zellen auf den Säulen-Substraten vor. Im Gegensatz dazu zeigt die Abbil-
dung 3.37 eine leichte Umverteilung der Winkel hin zu den Werten bei 0° und 90°
auf. Folglich scheinen die Panc-1 Zellen durch die SPC-Behandlung eher entlang der
X- und Y-Achse zu migrieren.
Zusammenfassend scheint die SPC Zugabe und der damit verbundenen Keratinum-
strukturierung die Migrationsrichtung der Panc-1 Zellen ähnlich wie bei den Deh-
nungsexperimenten aus Abschnitt 3.4.2 und den Rillenstrukturen aus Abschnitt 3.4.3
zu beeinﬂussen.
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3.4.5 Diskussion
Die Zellmigration ist ein komplexer Vorgang, die von einem koordinierten Zusam-
menspiel des Aktinnetzwerks und anderen Zytoskelettelementen zusammen mit Zel-
ladhäsionen gesteuert wird [Goldyn2009] [Wang2001] [Ridley03] [Clainche08]. Das
Aktinnetzwerk spielt bei der Migration die tragende Rolle in der morphologischen
Gestaltung der Frontlinie in Migrationsrichtung durch die Ausbildung von Filo-
und Lamellipodien zusammen mit der Aktin-Myosin Kontraktilität, während z.B
die Mikrotubuli den Rückzug vom hinteren Teil der Zelle regulieren [Ballestrem00]
[Wehrle03]. Die Zellen unterliegen während der Migration physikalischen und chemi-
schen Signalen, die zusammen den Migrationsmechanismus dirigieren [Fouchard11]
[Hood02] [Wang2001]. Ein bekannter Vertreter der physikalischen Signale auf das
Zellverhalten wird als Contact-Guidance bezeichnet. Bei der Contact-Guidance wird
die ungerichtete Migrationsrichtung durch eine strukturierte Oberﬂächengeometrie
beeinﬂusst, die je nach Beschaﬀenheit der Topographie eine bevorzugte Migrations-
richtung vorgeben kann [Loesberg06] [Doyle09]. Unter anderem wurden in anderen
Arbeiten rillenartige Strukturen vergleichbar mit den Rillen-Substraten dieser Arbeit
hergestellt, die für verschiedene Zelllinien eine gerichtete Migration und Zellpolari-
sation zeigten [Teixeira03] [Kemkemer06] [Andersson03].
In diesem Zusammenhang wurde der Einﬂuss der Keratinstruktur auf die Migrati-
onseigenschaften in verschiedenen Experimenten und Substraten untersucht (Dehn-
versuche, Rillen- und Säulen-Substrate).
Die dargestellten Ergebnisse aus dem Kapitel 3.4 zeigen deutlich, dass die Panc-1
Zellen bevorzugt senkrecht zur Zugrichtung bei den Dehnversuchen bzw. entlang der
Rillen bei den mikrostrukturierten Substraten migrieren.
Eine mögliche Erklärung für diese Beobachtung bei den Dehnversuchen könnte die
wirkende Deformation auf die Zelle liefern. Die Aktinfasern könnten bei den Dehn-
versuchen senkrecht zur Zugrichtung im Vergleich zur Zurgrichtung einer geringeren
Belastung durch die Deformation unterliegen. Dementsprechend könnte die Ausbil-
dung von Aktinfasern in Zugrichtung gestört und instabil sein, während die Poly-
merisierung von Aktinfasern senkrecht dazu stabiler wäre [Teixeira03]. Die Folge
hieraus wäre eine bevorzugte Migration der Zellen senkrecht zur Zugrichtung, die
mit zunehmender Beeinträchtigung in diesem Fall mit steigender Frequenz stärker
ausgeprägt wäre. Die Ergebnisse zeigen darüber hinaus, dass die bevorzugte Migra-
tion senkrecht zur Zugrichtung durch das umstrukturierte Keratinnetzwerk weiter
verstärkt werden kann. Dies könnte durch die stabilisierende Wirkung des Kera-
tinnetzwerks erklärt werden. Ähnlich wie in Unterabschnitt 3.3.4 diskutiert wurde,
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könnte das Keratinnetzwerk eine stabilisierende Wirkung auf die Zellintegrität in
der Zellperipherie haben, die einen Teil der wirkenden Deformation absorbiert und
dadurch den Grad an Beeinträchtigung der Aktinfaser in Zugrichtung entgegenwirkt.
Die Umstrukturierung vom Keratinnetzwerk durch die SPC-Behandlung könnte die-
se stabilisierende Wirkung aufheben, das eine verstärkte Migration der Panc-1 Zellen
mit SPC-Behandlung senkrecht zur Zugrichtung zur Folge hätte.
Die Analysen aus der gerichteten Migration auf den Rillen-Substraten zeigen ein ab-
weichendes Zellverhalten zu ähnlichen Arbeiten mit anderen Zelllienen, bei denen die
Polarisation und gerichtete Migration zunahm mit abnehmendem Abstand zwischen
den Rillenstrukturen [Biela09] [Curtis98] [Grew08]. Das abweichende Verhalten der
Panc-1 Zellen könnte durch instabile Aktinfasern erklärt werden. Gesetzt den Fall,
dass die Zelloberﬂäche bei kleinen Rillenabständen keinen oder nur einen sehr ge-
ringen Kontakt zum Substratboden herstellen kann, könnte die Polymerisierung von
Aktinfasern entlang der Rillenstrukturen im Vergleich zur senkrechten Ausbildung
dieser durch die fehlenden Adhäsionsmöglichkeiten zwischen den Rillenstrukturen
stabiler sein [Teixeira03]. Bei steigendem Abstand zwischen den Rillenstrukturen
könnte der Kontakt zwischen der Zelle und dem Substratboden ansteigen, was zu
einer Steigerung der Adhäsionsmöglichkeiten führen würde. Dies könnte zur Ausbil-
dung von mehr stabilen Aktinﬁlamenten führen und als ein stärkeres Signal auf die
Zelle wirken, die bevorzugt entlang der Rillen migriert. Dieser Mechanismus würde
die stärker gerichtete Migration der Panc-1 Zellen mit steigendem Rillenabstand A
und steigender Rillenhöhe H erklären.
Die Auswirkungen der SPC-Behandlung auf das Migrationsverhalten auf den Rillen-
Substraten könnten durch eine stabilisierende Wirkung des Keratinnetzwerks auf die
Zellintegrität erklärt werden. Die SPC-Behandlung und die damit verbundene Um-
strukturierung des Keratinnetzwerks könnte ähnlich wie bei den Dehnversuchen eine
eventuelle stabilisierende Wirkung auf die Zellintegrität aufheben. Dies könnte zur
Folge haben, dass der Kontakt zwischen der Zell- und Substratoberﬂäche größer
wäre als im Vergleich zu einem intakten Keratinnetzwerk. Die Zelle könnte den ge-
samten zur Verfügung stehenden Raum zwischen den Rillenstrukturen einnehmen,
unabhängig davon, ob der Abstand zwei oder vier Mikrometer sind. Entsprechend
dem Absatz vorher könnte der größere Kontakt zwischden der Zelle und der Sub-
stratoberﬂäche als ein stärkeres Signal auf die Zelle wirken, die bevorzugt entlang
der Rillen migriert. Dieser Mechanismus würde darüber hinaus erklären, das die
gerichtete Migration bei SPC behandelten Panc-1 Zellen zwar unabhängig von der
verwendeten Breite und Abstand der Rillenstrukturen war, wohl aber von deren
Höhe. Analog zum Absatz vorher könnte der Kontakt zwischen der Zell- und Sub-
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stratoberﬂäche mit zunehmender Höhe der Rillenstrukturen ansteigen, was zu einer
Steigerung der Adhäsionsmöglichkeiten führen würde. Dies könnte zur Folge haben,
dass ein stärkeres Signal auf die Zelle wirkt und sie infolgedessen bevorzugt entlang
der Rillen migriert. Einige Arbeiten zeigen in diesem Zusammenhang z.B. das die
Wirkung der Rillenhöhe bis zu einer bestimmten Höhe die Ausrichtung von Zellen
beeinﬂusst [Teixeira03] [Hamilton10] [Andersson03] [Dalby04].
Die Analysen zur Migration auf den Säulen-Substrate könnten sich durch eine ähn-
liche Erklärung wie bei den Rillen-Substraten deuten lassen. Die Migration auf den
Säulen-Substraten zeigt ohne SPC-Behandlung eine zufällige Migration auf den Säu-
len. Folglich scheint diese topographische Oberﬂäche keine Signalwirkung auf die
Migration der Panc-1 Zellen zu haben. Die Winkelverteilung für die Migrations-
schritte der SPC behandelten Panc-1 Zellen zeigt eine Veränderung auf, die sich von
der isotropen Verteilung der Migrationschritte ohne SPC-Behandlung unterschei-
det. Eine mögliche Erklärung könnte analog zu den bisherigen Beobachtungen aus
den Experimenten mit den Rillen-Substraten sein, dass das intakte Keratinnetzwerk
als stabilisierendes Integritätselement die Ausrichtung von Aktinfasern unterstützt
und hierdurch die topographische Oberﬂäche nicht als Signal wahrgenommen wird.
Die Umstrukturierung des Keratinnetzwerks durch die SPC-Behandlung könnte die
Zellintegrität reduzieren und infolgedessen, die Migrationseigenschaften verändern.
Eine mögliche Erwartung wäre, dass infolge der SPC-Behandlung die Panc-1 Zellen
bevorzugt in Richtung des kleinsten Abstandes zwischen den Säulen migrieren (X-
und Y-Achse). Dies ist jedoch nicht aus den Migrationsanalysen hervorgegangen.
Weitere Experimente mit einer höheren Anzahl an untersuchten Zellen und anderen
Säulenabständen könnten teilweise auf solche Erwartungen erfüllen.
3.5 Einﬂuss vom Zytoskelett auf die Morphologie
Das Zytoskelett einer Zelle ist an einer Vielzahl von zellspeziﬁschen Funktionen wie
z.B. die Wechselwirkung der Zelle mit ihrer Umgebung in Form von Fokalen Adhäsio-
nen oder der Zellmigration beteiligt [Fletcher10] [Wehrle03] [Magin07]. Eine weitere
wichtige Funktion stellt die Stabilisierung der Zellmorphologie dar. Neuste Arbei-
ten von Small et al. zeigen in diesem Zusammenhang wie das Aktin im Zellkortex
die Stabilisierung der Form unterstützt [Urban10] [Alberts]. Einen ähnlichen Ef-
fekt wird den Intermediärﬁlamenten nachgesagt [Magin07] [Helfand03] [Helfand04]
[Toivola97]. Die einzelnen Funktionen und Eigenschaften der Zytoskelettelemente
können im Abschnitt 1.1 auf Seite 11 nachgelesen werden.
In diesem Zusammenhang stellt die Untersuchung der stabilisierenden Wirkung der
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Zellmorphologie durch die einzelnen Zytoskelettelemente mittels der Adhäsionsﬂäche
einen Aspekt in dieser Arbeit dar. Hierzu wurden Panc-1 Zellen auf ﬂache PDMS-
Substrate ausgesät (vgl. Abschnitt 2.1.5 auf Seite 39) und mit unterschiedlichen
Drogen behandelt, die die einzelnen Zytoskelettelemente Aktin, Mikrotubuli und
Keratin als Intermediärﬁlament manipulieren. Zur Untersuchung der morphologi-
schen Stabilität der Zelle wurde die zeitliche Entwicklung der Adhäsionsﬂäche A auf
den Substraten ca. 45 Min. vor und 90 Min. nach der Drogenzugabe erfasst und mit
Kontrollexperimenten verglichen. Hierzu wurde die Adhäsionsﬂäche A von mehreren
Zellen erfasst, auf ihren Anfangswert normiert und zu jedem Zeitpunkt ti über die
Anzahl der Zellen gemittelt. Die Tabelle 3.10 enthält die auf die Zytoskelettelemente
gewirkten Drogen mit ihren Endkonzentrationen im Experimentiermedium.
Droge Wirkung Konzentration Literatur
CytochalasinD Bindet an die Aktinpolymere
und verhindert ihre Polymerisie-
rung
1 µmM [Waka01]
Nocodazol Stört das Mikrotubuli-Netzwerk
durch Depolymerisierung
3 µmM [Mikha98]
SPC Führt zu einer Umstrukturie-
rung des Keratinnetzwerks (vgl.
Abschnitt 1.3.4 auf Seite 22)
1.5 µmM [Beil03]
Tabelle 3.10: Angaben für die Endkonzentration der verwendeten Drogen und ihre Wirkung
auf die einzelnen Zytoskelettelemente [Bershadsky96] [Seuﬀerlein95] [Wakita98].
In den folgenden Unterabschnitten 3.5.1 bis 3.5.3 werden die Ergebnisse der verwen-
deten Drogen vorgestellt.
3.5.1 Einﬂuss von Keratin auf die Zellmorphologie
Die Untersuchung der Stabilität in Bezug auf die Adhäsionsﬂäche A mit Keratin
als Intermediärﬁlament bedient sich am SPC-Eﬀekt (vgl. Abschnitt 1.3.4 auf Seite
22) [Beil03] [Seuﬀerlein95] [Wakita98]. Dieser ermöglicht die Auswirkungen einer
Umstrukturierung vom Keratinnetzwerk auf die Zellmorphologie zu untersuchen.
Die Fluoreszenzaufnahmen in den Abbildungen 3.38 und 3.39 auf Seite 82 zeigen
in diesem Zusammenhang links die Aufnahme einer gewöhnlichen Panc-1 Zelle als
Kontrolle und rechts das einer mit umstrukturiertem Keratinnetzwerk eine Stunde
nach SPC Zugabe.
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Abbildung 3.38: Darstellung vom Ke-
ratinnetzwerk einer Panc-1 Zelle ohne SPC-
Behandlung. Die Skala entspricht 20µm.
Abbildung 3.39: Darstellung vom Keratin-
netzwerk einer Panc-1 Zelle eine Stunde nach
SPC-Behandlung. Die Skala entspricht 20µm.
Man erkennt in der linken Abbildung 3.38 wie das Keratinnetzwerk vom perinu-
klearen Bereich bis in die Zellperipherie reicht [Beil03]. Im Gegensatz dazu ist das
Keratin in Abbildung 3.39 nach einer Stunde SPC Zugabe hauptsächlich um den
Zellkern konzentriert. Um den Einﬂuss der Umstrukturierung des Keratinnetzwerks
zu untersuchen, wurde die zeitliche Entwicklung der Zelladhäsionsﬂäche A von meh-
reren Zellen bestimmt. Anschließend wurden die Flächen auf die Ausgangsgröße
normiert und am Schluss gemittelt. Die folgenden Phasenkontrastaufnahmen in der
Abbildung 3.40 zeigt exemplarisch Panc-1 Zellen vor und nach der SPC Zugabe.
Abbildung 3.40: Phasenkontrastaufnahme von Panc-1 Zellen (A) 45 Minuten vor und (B) 95
Minuten nach SPC Zugabe. Die Skala entspricht 100µm.
Beim Betrachten der Abbildung 3.40 erkennt man keinen merklichen Unterschied in
der Adhäsionsﬂäche der Panc-1 Zellen. Die Berechnung des Mittelwerts der Adhäsi-
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onsﬂäche A aus dem Zeitraum vor der SPC Zugabe und des Mittelwerts der letzten
100 Minuten des Experiments als eine Art Grenzwert für die SPC-Behandlung führt
zu den in der Tabelle 3.11 dargestellten Werten. Aufgrund der starken Streuung der
Zellgröße und der damit verbundenen Adhäsionsﬂäche Aabsolut innerhalb derselben
Experimente ergeben sich große Abweichungen. Infolgedessen wurde die Adhäsions-
ﬂäche auf ihre Anfangsgröße normiert Anormiert. Die folgende Tabelle 3.11 beinhaltet
die absolute und normierte Adhäsionsﬂäche A für die Kontrollexperimente mit und
ohne SPC Zugabe.
Typ ohne SPC SE mit SPC SE
Aabsolut [µm2] 4102 ± 418 4206 ± 465
Anormiert 1.04 ± 0.05 1.05 ± 0.06
Tabelle 3.11: Die Tabelle zeigt die Mittelwerte der absoluten und normierten Adhäsionsﬂäche
A vor der SPC Zugabe und den Mittelwert aus den letzten 100 Minuten nach SPC Zugabe als
Grenzwert mit Standardfehler SE .
Ein Vergleich der Werte zeigt, dass die SPC-Behandlung keinen Einﬂuss auf die
Adhäsionsﬂäche der Panc-1 Zellen hat. Zur Veranschaulichung zeigt die folgende
Abbildung 3.41 die zeitliche Entwicklung des Mittelwerts der normierten Adhäsi-
onsﬂäche Anorm. von Panc-1 Zellen vor und nach Zugabe vom Wirkstoﬀ SPC.
Abbildung 3.41: Darstellung der zeitlichen Entwicklung des Mittelwerts der normierten Ad-
häsionsﬂäche Anorm. mit (orange, n=27) und ohne (schwarz, n=31) SPC-Behandlung.
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Die Abbildung 3.41 zeigt im untersuchten Zeitraum von ca. 150 Minuten keinen si-
gniﬁkanten Unterschied zwischen den Kontrollexperimenten, trotz Zugabe des Wirk-
stoﬀs SPC. Die Schwankungen um den Wert eins herum im Graphen 3.41 können
in beiden Experimenten den kleinen Veränderungen der Adhäsionsﬂäche A bedingt
durch die Migration der Zellen während dem betrachteten Zeitfenster von ca. 150
Minuten zugeschrieben werden. Folglich hat die Umstrukturierung des Keratinnetz-
werks keinen großen Einﬂuss auf die Größe der Adhäsionsﬂäche.
3.5.2 Einﬂuss der Mikrotubuli auf die Zellmorphologie
Der Beitrag der Mikrotubuli zur Stabilisierung der Adhäsionsﬂäche wurde mit dem
Wirkstoﬀ Nocodazol untersucht [Mikha98] [Bershadsky96]. Dieser Wirkstoﬀ dep-
olymerisiert das bestehende Mikrotubulinetzwerk und ermöglicht auf diese Weise
dessen Auswirkungen auf die Adhäsionsﬂäche zu bestimmen. Darüber hinaus wur-
den Experimente mit SPC-behandelten Panc-1 Zellen durchgeführt, denen ebenfalls
Nocodazol zugesetzt wurden, um deren mögliche Interaktionen zu bestimmen. Die
folgenden vier Phasenkontrastaufnahmen in den Abbildungen 3.42 und 3.43 zeigen
exemplarisch Panc-1 Zellen vor und nach der Zugabe von Nocodazol jeweils mit und
ohne SPC Vorbehandlung.
Abbildung 3.42: Phasenkontrastaufnahme von Panc-1 Zellen (A) 45 Minuten vor und (B) 95
Minuten nach Nocodazol Zugabe ohne SPC-Behandlung. Die Skala entspricht 50µm.
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Abbildung 3.43: Phasenkontrastaufnahme von Panc-1 Zellen (A) 45 Minuten vor und (B) 95
Minuten nach Nocodazol Zugabe mit SPC-Behandlung. Die Skala entspricht 50µm.
Beim Vergleich der Aufnahmen 3.42 und 3.43 ist kein deutlicher Unterschied der Ad-
häsionsﬂäche A zu erkennen. Zur Untersuchung wurde wie im Unterabschnitt 3.5.1
zuvor der Mittelwert der Adhäsionsﬂäche A aus dem Zeitraum vor der SPC Zugabe
und dem Mittelwert der letzten 100 Minuten des Experiments als eine Art Grenzwert
für die Nocodazol Behandlung berechnet. Diese lieferten vergleichbare Werte nahe
eins wie im Falle der Keratinumstrukturierung und sind in der folgenden Tabelle
3.12 dargestellt. Die Abweichungen der Adhäsionsﬂäche Aabsolut in der Tabelle 3.12
im Vergleich zur Tabelle 3.11 ist auf die starke Streuung der Zellgrößen zurückzu-
führen. Infolgedessen wurde die Adhäsionsﬂäche jeder Zelle auf ihre Anfangsgröße
normiert Anormiert und anschließend gemittelt.
Typ ohne Nocodazol SE mit Nocodazol SE
Aabsolut (Kont.) 5177 µm2 ± 375 5377 µm2 ± 409
Anormiert (Kont.) 1.04 ± 0.05 1.10 ± 0.06
Aabsolut (SPC) 5124 µm2 ± 506 5352 µm2 ± 525
Anormiert (SPC) 1.02 ± 0.03 1.07 ± 0.06
Tabelle 3.12: Die Tabelle zeigt die Mittelwerte der absoluten und normierten Adhäsionsﬂäche
A vor und den Mittelwert aus den letzten 100 Minuten des Experiments nach der Nocodazol Zugabe
als Grenzwert mit Standardfehler SE .
Beim Vergleich der Werte ist kein signiﬁkanter Unterschied zwischen den Kontrollen
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mit und ohne SPC mit der Nocodazol Behandlung nachweisbar. Zur Veranschauli-
chung zeigen die folgenden Graphen in den Abbildungen 3.44 und 3.45 die zeitliche
Entwicklung des Mittelwerts der normierten Adhäsionsﬂäche Anormiert.
Abbildung 3.44: Darstellung der zeitli-
chen Entwicklung der normierten Adhäsionsﬂä-
che von SPC freien Panc-1 Zellen, die mit (grün,
n=33) und ohne (schwarz, n=31, (Kontrolle))
Nocodazol behandelt worden sind.
Abbildung 3.45: Darstellung der zeitli-
chen Entwicklung der normierten Adhäsionsﬂä-
che von SPC-behandelten Panc-1 Zellen, die zu-
sätzlich mit (grün, n=32) und ohne (schwarz,
n=27, (Kontrolle)) Nocodazol behandelt worden
sind.
Die Betrachtung des linken Graphen 3.44 zeigt ähnlich wie im oberen Abschnitt 3.5.1
keinen merklichen Unterschied der Adhäsionsﬂäche nach Zugabe von Nocodazol.
Folglich haben Mikrotubuli ebenfalls keinen großen Einﬂuss auf die Stabilität der
Adhäsionsﬂäche. Im Falle der SPC-behandelten Panc-1 Zellen ergibt sich für den
Graphen 3.45 das gleiche Verhalten. Auch in diesem Fall ist kein Eﬀekt außer den
kleinen Schwankungen erkennbar. Vergleicht man beide Graphen miteinander, so
scheint das umstrukturierte Keratinnetzwerk keinen zusätzlichen Einﬂuss auf die
Adhäsionsﬂäche zu haben. Infolgedessen scheint das Keratinnetzwerk zusammen mit
den Mikrotubuli eine eher untergeordnete Rolle in der Stabilität der Adhäsionsﬂäche
zu spielen.
3.5.3 Einﬂuss von Aktin auf die Zellmorphologie
Der Einﬂuss des Aktinnetzwerks auf die Stabilität der Adhäsionsﬂäche wurde mit-
tels dem Wirkstoﬀ CytochalasinD untersucht [Waka01]. CytochalasinD bindet an
die Aktinpolymere und verhindert ihre Polymerisierung und beeinträchtigt das be-
stehende Aktinnetzwerk. Die Experimente mit der CytochalasinD Behandlung von
Panc-1 Zellen erfolgten analog zu denen der Nocodazol-Experimente aus Abschnitt
3.5.2. Die Wirkung der Keratinumstrukturierung durch den SPC-Eﬀekt wurde zu-
sätzlich zur Behandlung mit CytochalasinD untersucht, um mögliche Interaktionen
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zu prüfen. Die folgenden vier Phasenkontrastaufnahmen in den Abbildungen 3.46
und 3.47 zeigen exemplarisch Panc-1 Zellen vor und nach der Zugabe von Cytocha-
lasinD jeweils mit und ohne SPC Vorbehandlung.
Abbildung 3.46: Phasenkontrastaufnahme von Panc-1 Zellen (A) 45 Minuten vor und (B) 95
Minuten nach CytochalasinD Zugabe ohne SPC-Behandlung. Die Skala entspricht 100µm.
Abbildung 3.47: Phasenkontrastaufnahme einer Panc-1 Zelle (A) 45 Minuten vor und (B) 95
Minuten nach CytochalasinD Zugabe mit SPC-Behandlung. Die Skala entspricht 100µm.
Beim Vergleich der Phasenkontrastaufnahmen ohne SPC Vorbehandlung aus der
Abbildung 3.46 erkennt man eine deutliche Abnahme der Adhäsionsﬂäche. Dieser
Eﬀekt scheint durch eine SPC Vorbehandlung verstärkt zu werden (vgl. Abbildung
3.47). Zur Charakterisierung der Abnahme wurde wie in den zwei Unterabschnitten
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3.5.1 und 3.5.2 zuvor der Mittelwert der Adhäsionsﬂäche A aus dem Zeitraum vor
der SPC Zugabe und dem Mittelwert der letzten 100 Minuten des Experiments als
eine Art Grenzwert für die CytochalasinD Behandlung berechnet. Die ermittelten
Werte sind in der folgenden Tabelle 3.13 dargestellt.
Typ ohne CytoD SE mit CytoD SE
Aabsolut (Kont.)∗ 5050 µm2 ± 385 2719 µm2 ± 156
Anormiert (Kont.)∗ 1.01 ± 0.03 0.54 ± 0.03
Aabsolut (SPC)∗ 5208 µm2 ± 545 2135 µm2 ± 188
Anormiert (SPC)∗ 1.00 ± 0.03 0.41 ± 0.03
Tabelle 3.13: Die Tabelle zeigt die Mittelwerte der absoluten und normierten Adhäsionsﬂäche
A vor und den Mittelwert aus den letzten 100 Minuten des Experiments nach der CytochalasinD
Zugabe als Grenzwert mit Standardfehler SE . (∗= signiﬁkant unterschiedlich zwischen mit und
ohne SPC-Behandlung nach T-Test p<0.05)
Die Abweichung der Adhäsionsﬂäche Aabsolut in der Tabelle 3.13 im Vergleich zu den
Tabellen 3.11 und 3.12 ist auf die starke Streuung der Zellgrößen zurückzuführen.
Infolgedessen wurde die Adhäsionsﬂäche jeder Zelle auf ihre Anfangsgröße normiert
und anschließend gemittelt. Beim Vergleich der Werte aus Tabelle 3.13 erkennt man
eine deutliche Abnahme der Adhäsionsﬂäche ohne SPC Vorbehandlung um ca. 46%
(Anorm.=0.54±0.03). Die Abnahme ist im Falle einer SPC Vorbehandlung stärker
ausgeprägt und nimmt im Vergleich ohne SPC Vorbehandlung nochmals um 24%
ab (Anorm.=0.41±0.03). Zur Veranschaulichung wurde die zeitliche Entwicklung der
Adhäsionsﬂäche A mit der Zugabe von CytochalasinD jeweils mit und ohne SPC
Vorbehandlung in den Abbildungen 3.44 und 3.45 auf Seite 86 aufgetragen.
Der linke Graph 3.44 zeigt im Vergleich zur Kontrolle kurz nach Zugabe von Cytocha-
lasinD einen starken Abfall der Adhäsionsﬂäche. Sie halbiert sich nahezu innerhalb
von zwei bis drei Minuten nach Zugabe der Droge auf einen Wert von ca. 54% der
Anfangsgröße.
Dieser Eﬀekt wird für die SPC-behandelten Panc-1 Zellen aus dem rechten Graphen
3.45 weiter verstärkt und es ergibt sich ein signiﬁkanter Unterschied im Vergleich
zu ohne SPC-Behandlung (T-Test p<0.05). In diesem Fall ist eine Abnahme von
ca. 59% zu verzeichnen. Im Vergleich zu den SPC freien Panc-1 Zellen nimmt die
Adhäsionsﬂäche mit SPC-Behandlung nochmals um ca. 24% weiter ab.
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Abbildung 3.48: Darstellung der zeitli-
chen Entwicklung der normierten Adhäsionsﬂä-
che von SPC freien Panc-1 Zellen, die mit (rot,
n=46) und ohne (schwarz, n=31, (Kontrolle))
CytochalasinD behandelt worden sind.
Abbildung 3.49: Darstellung der zeitli-
chen Entwicklung der normierten Adhäsionsﬂä-
che von SPC-behandelten Panc-1 Zellen, die zu-
sätzlich mit (rot, n=16) und ohne (schwarz,
n=27, (Kontrolle)) CytochalasinD behandelt
worden sind.
3.5.4 Diskussion
Das Zytoskelett einer Zelle ist an vielen zellspeziﬁschen Funktionen beteiligt, wie z.B.
die Wechselwirkung der Zelle mit ihrer Umgebung [Fletcher10] [Urban10] [Magin07].
Eine weitere wichtige Funktion stellt die Stabilisierung der Zellmorphologie dar. Ak-
tuelle Ergebnisse von Small et al. zeigen z.B. wie das Aktin im Zellkortex dicht unter-
halb der Zellmembran die Stabilisierung der Zellmorphologie unterstützt [Urban10]
[Alberts]. Ähnlich verhält es sich mit den Intermediärﬁlamenten, denen nachgesagt
wird, dass sie ebenfalls einen Anteil zur Stabilisierung der Zellmorphologie beitragen
[Magin07] [Helfand03] [Helfand04] [Toivola97]. Zur Untersuchung der morphologi-
schen Stabilität der Panc-1 Zellen wurden verschiedene Drogen (vgl. Tabelle 3.10
auf Seite 3.10) eingesetzt, die die einzelnen Elemente des Zytoskeletts beeinﬂussen,
wie z.B. CytochalasinD die Polymerisierung von Aktinﬁlamenten verhindert. Die
Auswirkungen der Drogen auf die Morphologie wurden über die Zelladhäsionsﬂäche
charakterisiert.
Den Anfang der Untersuchungen bildete das Keratinnetzwerk als Intermediarﬁla-
ment. Diesem wird nachgesagt, dass es aufgrund seiner Steiﬁgkeit und zellstruktur-
bildenden Fähigkeit starr wirken kann [Helfand04]. Infolgedessen wird sie häuﬁg mit
der morphologischen Stabilität in Verbindung gebracht [Coulombe00] [Helfand03].
Die dargestellten Ergebnisse aus Unterabschnitt 3.5.1 zeigen jedoch, dass die Um-
strukturierung der Keratinﬁlamente durch den SPC Eﬀekt (vgl. Abschnitt 1.3.4 auf
Seite 22) keine Veränderung der Adhäsionsﬂäche zur Folge hat. Folglich scheint das
Keratinnetzwerk unter Bedingungen ohne mechanischen Einﬂuss bei der morpho-
logischen Stabilisierung der Zelle unter Ruhebedingungen eine vorerst eher passive
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untergeordnete Rolle zu spielen. Dies könnte sich jedoch in Anlehnung an die Dehn-
versuche ändern, wenn mechanische Kräfte auf die Zelle in Form von Deformatio-
nen wirken. Unter Wirkung von mechanischen Kräften wie die Deformation könnte
das Keratinnetzwerk aktiv werden und als stabilisierendes Element der Zellinte-
trität agieren. In diesem Zusammenhang deuten neuere Forschungsergebnisse das
steife und starr wirkende Keratinnetzwerk als ein eher hoch dynamisches Element,
das einem ständigen Auf- und Abbauprozess unterliegt [Windoﬀer99] [Windoﬀer06]
[Kölsch09] [Kölsch10]. Die Beobachtungen und Ergebnisse aus diesem Abschnitt
könnten dazu dienen, beide Vorstellungen über das Keratinnetzwerk als steifes und
zugleich hochdynamisches Netzwerk zu betrachten.
Im nächsten Schritt wurde der Einﬂuss der Mikrotubuli auf die morphologische
Stabilität untersucht. Die dargestellten Ergebnisse in Unterabschnitt 3.5.2 deuten
ähnlich wie Falle des Keratinnetzwerks auf eine eher untergeordnete Rolle der Mi-
krotubuli auf die morphologische Stabilität bei den Panc-1 Zellen hin. Es ist kei-
ne Veränderung der Adhäsionsﬂäche nach Zugabe von Nocodazol zu verzeichnen.
Die zusätzliche Vorbehandlung der Panc-1 Zellen mit SPC, führt trotz Zugabe von
Nocodazol zu keinen signiﬁkanten Veränderungen der Adhäsionsﬂäche. Obwohl die
Mikrotubuli in einer Vielzahl von biologischen Prozessen wie der Zellmigration oder
dem Transport von inneren Objekten beteiligt ist, scheint sie bei dieser Zelllinie
keine aktive Rolle in der Stabilisierung der Zellmorphologie zu spielen [Kaverina02]
[Bershadsky96] [Goode00] [Hu02] [Mikha98] [Allen85].
Im letzten Schritt zeigten die Ergebnisse aus Unterabschnitt 3.5.3 einen starken
Einﬂuss der Aktinﬁlamente auf die morphologische Stabilität. Nach Zugabe von Cy-
tochalasinD halbierte sich nahezu der Wert für die Adhäsionsﬂäche. Folglich spielt
das Aktinnetzwerk im Vergleich zu den anderen Zytoskelettelementen Mikrotubuli
und Keratin als Intermediärﬁlament die tragende Rolle in der morphologischen Sta-
bilität der Adhäsionsﬂäche. Dies könnte insbesondere mit den Adhäsionsstrukturen
und den Aktinfasern am Zellkortex erklärt werden [Urban10]. Das feinstrukturier-
te Aktinnetzwerk im Zellkortex dicht unterhalb der Zellmembran stabilisiert lokal
die Morphologie der Zelle, die ihrerseits durch den Aktin-Myosin-Komplex mitein-
ander verbunden wird [Alberts] [Ballestrem00] [Clainche08] [Pollard09]. Eine Be-
einträchtigung der Aktinfasern könnte zu einem globalen Kollaps der Morphologie
führen, wie sie beispielsweise bei der Trypsinierung von Zellen durch die Abrun-
dung der Zellperipherie zu beobachten sind. Beim Vergleich der Adhäsionsﬂächen
von SPC-behandelten Panc-1 Zellen führen diese zu einer weiteren Abnahme der
Adhäsionsﬂäche, die im Vergleich zu Zellen ohne SPC-Behandlung nochmals um
24% abnimmt. Folglich scheint das Keratinnetzwerk beim Ausbleiben der Stabilisie-
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rung der Adhäsionsﬂäche durch das Aktinnetzwerk einen Beitrag zur Stabilisierung
zu leisten. Eine mögliche Erklärung hierfür könnte die Verteilung der Keratinﬁla-
mente innerhalb der Zelle liefern, die von der Zellperipherie in Richtung Zellkern
zunimmt [Kölsch10] [Kölsch09]. Hierbei könnte die geringere Anzahl von Keratinﬁ-
lamenten in der Zellperipherie im Vergleich zum perinuklearen Bereich der Zelle nur
für eine unzureichende Stabilität sorgen. Mit Zunahme und entsprechender Anzahl
der Keratinﬁlamente in Richtung Zellkern könnte die unzureichende stabilisierende
Wirkung der Keratinﬁlamente in eine stabile Zellmorphologie übergehen. Werden
die Beobachtungen aus der CytochalasinD Zugabe auf die Panc-1 Zellen auf die
Verbildlichung des Tensegrity-Models übertragen, entspricht das der Beeinträchti-
gung der Stützpfeiler des geodätischen Zeltes, das zu einem Kollaps führen würde.
Das Keratinnetzwerk könnte als eine Art weiteres Gerüst betrachtet werden, die den
Kollaps durch die Aktinfasern mindert. Wird jedoch dieses Gerüst zusätzlich beein-
trächtigt, so könnte der Zusammenbruch der Zelle verstärkt werden.
Die dargestellten Ergebnisse führen zu einer vorläuﬁgen Hierarchie bezüglich der sta-
bilisierendenWirkung einzelner Zytoskelettelemente auf die Adhäsionsﬂäche. Hierbei
spielt das Aktinnetzwerk eindeutig die tragende Rolle. Als zweitstärkstes Element
erweist sich aus den dargestellten Ergebnissen das Keratinnetzwerk, das einen An-
teil zur Stabilisierung im perinuklearen Bereich der Zelle beiträgt. Als letztes und
schwächstes Element erwiesen sich die Mikrotubuli, die zu keinen Veränderungen der
Adhäsionsﬂäche bei Zugabe von Nocodazol, unabhängig von der SPC-Behandlung,
führten.
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3.6 Aktin-Keratin Orientierung
Die Umstrukturierung innerer Bestandteile ist eine überlebenswichtige Fähigkeit von
Zellen, die an zahlreichen Prozessen wie z.B. Fokale Adhäsion, Morphologische Sta-
bilität und in der Zellmigration beteiligt ist [Wehrle03] [Chen97] [Schoumacher10]
[Campbell10]. Das Zytoskelett spielt in diesem Zusammenhang eine tragende Rolle
bei Umstrukturierungsprozessen (vgl. Abschnitt 1.1 auf Seite 11). Von allgemeinem
Interesse der Zellforschung sind die Auswirkungen von äußeren Kräften auf eine Zelle
und deren innere Bestandteile. Infolgedessen nimmt insbesondere das Aktinnetzwerk
als die treibende Kraft der morphologischen Umstrukturierung eine gesonderte Stel-
lung ein [Gavara08] [Pellegrin07] [Pollard09] [Schoumacher10] [Clainche08]. Darüber
hinaus beleuchten jüngste Arbeiten die Interaktionen zwischen den einzelnen Zy-
toskelettelementen wie beispielsweise das Aktinnetzwerk und die Mikrotubuli bei
der Zellmigration [Goode00] [Ballestrem00] [Etienne04].
In diesem Zusammenhang wurde in dieser Arbeit die mögliche strukturelle Wech-
selwirkung zwischen dem Aktinnetzwerk und dem Keratin als Intermediärﬁlamente
untersucht. Hierbei wurde die räumliche Orientierung des Aktin- und Keratinnetz-
werks untersucht. Hierzu wurden immuncytochemische Färbungen (vgl. Abschnitt
2.2.3 auf Seite 41) am Aktin und Keratin durchgeführt und ihre Orientierung mittels
eines selbstgeschriebenen Programms untersucht (vgl. Abschnitt 2.3.5 auf Seite 48).
Die dargestellten Ergebnisse in den kommenden Unterabschnitten 3.6.1 und 3.6.2
sind kritisch zu betrachten, weil die Bildanalyse der Strukturen nicht den gesamten
Bereich der Zelle umfasst, sondern lediglich kleinere Bereiche der Zelle analysiert
werden konnten. Darüber hinaus wurde die Bildanalyse durch die unterschiedliche
Struktur und die starken Intensitätsgefälle bei den Fluoreszenzaufnahmen erschwert.
Daher wurde das Keratinnetzwerk zusätzlich mit dem Elektronenmikroskop unter-
sucht, um daraus auf einem zweiten Weg die Orientierung vom Keratinnetz zu be-
stimmen. Die Abbildungen 3.50 und 3.51 auf der nächsten Seite zeigen exemplarisch
die Orientierungsanalysen des Aktin- und Keratinnetzwerks aus den immuncytoche-
mischen Färbungen und aus den Elektronenmikroskopaufnahmen.
Die durchgeführten Experimente umfassten Panc-1 Zellen auf ﬂachen PDMS-
Substraten (Kontrolle) und zusätzlich Dehnversuche (siehe Abschnitt 2.3.2 auf Seite
44), jeweils mit und ohne dem Wirkstoﬀ SPC. Die PDMS-Substrate wurden 8 Stun-
den mit einer Frequenz von 2Hz und einer Amplitude von 8% gedehnt und im An-
schluss ﬁxiert. In den folgenden Unterabschnitten werden die Resultate vorgestellt.
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Abbildung 3.50: Veranschaulichung der Datengewinnung für die Orientierungsanalyse des
Aktins und Keratins aus den immuncytochemischen Färbungen. In Abbildung A ist die Fluores-
zenzaufnahme einer Panc-1 Zelle aus den Kontrollen abgebildet, mit GFP angefärbten Keratin und
Phalloidin 568 gefärbten Aktin (vgl. Tabelle 2.3 auf Seite 42). In Abbildung B ist das Keratinnetz-
werk und in C das Aktinnetzwerk der Zelle zu sehen mit den Orientierungslinien der Bildanalyse
vom EAM-Makro. In Abbildung D sind die Analysen mittels des DAM-Makro zu sehen, wobei rot
die Orientierung vom Aktin und gelb die vom Keratin ist. Der Maßstab entspricht 20µm.
Abbildung 3.51: Veranschaulichung der Datengewinnung für die Orientierungsanalyse des
Keratinnetzwerks mittels Elektronenmikroskopie. In Abbildung A ist das Keratinnetzwerk einer
Panc-1 Zelle eines Kontrollexperiments dargestellt. In der Abbildung rechts daneben (B) ist die
verarbeitete Aufnahme mit eingezeichneten gelben Orientierungslinien dargestellt. Der Zellkern
und die anliegenden Zellen wurden vor der Bearbeitung entfernt, um Fehlmessungen zu vermeiden.
Die Abbildung C zeigt das präparierte Keratinnetzwerk einer Panc-1 Zelle, die 8 Stunden lang auf
einem PDMS-Substrat mit 2Hz bei einer Amplitude von 8% gedehnt wurde. Rechts daneben (D)
ist die verarbeitete Aufnahme von Abbildung C. Der Maßstab entspricht 2µm.
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3.6.1 Aktin-Orientierung
Die Orientierung der Aktinﬁlamente wurde über den Orientierungsparameter S cha-
rakterisiert (vgl. Abschnitt 2.3.5 auf Seite 48). Der Orientierungsparameter S wurde
jeweils für die Kontrollen und Dehnversuche bestimmt. Hierbei wurde die Orientie-
rung Si an lokalen Stellen der Zelle bestimmt und für jede Zelle der Mittelwert des
Orientierungsparameters S aus diesen Einzelmessungen berechnet (S= 1
n
ΣSi mit n
Einzelmessungen). Anschließend wurde der Mittelwert für den Orientierungsparame-
ter S über die Anzahl der untersuchten Zellen bestimmt (S= 1
n
ΣS). Ihre Auswertung
führt zu den in der Tabelle 3.14 enthaltenen Werten.
Experiment S Se n
Kontrolle Aktin -0.03 ± 0.04 20
Kontrolle SPC Aktin -0.03 ± 0.05 21
2Hz Aktin -0.51 ± 0.04 25
2Hz SPC Aktin -0.49 ± 0.03 32
Tabelle 3.14: Darstellung des Orientierungsparameters S für das Aktinnetzwerk mit Standard-
fehler Se und der untersuchten Anzahl n von Panc-1 Zellen aus den immuncytochemischen Fär-
bungen. Die Dehnungsversuchexperimente (vgl. Abschnitt 2.3.2) dauerten 8 Stunden und wurden
bei einer Amplitude von 8% und einer Frequenz von 2Hz jeweils mit und ohne SPC durchgeführt.
Die Werte für die Kontrollen mit und ohne SPC zeigen, dass das Aktinnetzwerk im
Mittel für alle Zellen eine zufällige Verteilung hat (SAktin ≈ 0). Anders verhält sich
das in den Dehnversuchen. Hier fällt der Wert auf SAktin ≈ -0.5 ab und ist folglich
eher senkrecht zur Zugrichtung ausgerichtet [Wei08] [Hayakawa00]. In beiden Fällen
scheint die Orientierung der Aktinfasern unabhängig von der Umstrukturierung des
Keratinnetzwerks durch den SPC-Eﬀekt zu sein.
3.6.2 Keratin-Orientierung
Die Ausrichtung des Keratinnetzwerks wurde analog zu der des Aktins aus Abschnitt
3.6.1 ermittelt. Die folgende Tabelle 3.15 zeigt die ermittelten Werte für den Orien-
tierungsparameter S für die Kontrollen und aus den Dehnversuchen jeweils mit und
ohne dem Wirkstoﬀ SPC.
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Immun. Färbung S Se n
Kontrolle Keratin -0.01 ± 0.05 19
Kontrolle SPC Keratin -0.01 ± 0.05 19
2Hz Keratin -0.15 ± 0.03 18
2Hz SPC Keratin -0.00 ± 0.01 33
Tabelle 3.15: Darstellung der Orientierungsparameter S für das Keratinnetzwerk mit Stan-
dardfehler Se und der untersuchten Anzahl n von Panc-1 Zellen aus den immuncytochemischen
Färbungen. Die Dehnungsexperimente (vgl. Abschnitt 2.3.2) dauerten 8 Stunden und wurden bei
einer Amplitude von 8% und einer Frequenz von 2Hz jeweils mit und ohne SPC durchgeführt.
Die Kontrollexperimente bei den immun. Färbungen weisen mit und ohne SPC
auf eine zufällige Orientierung der Keratinﬁlamente für alle untersuchten Zellen
SKeratin ≈ 0, ähnlich wie im Falle der Aktinfasern. Betrachtet man die Werte für die
Dehnversuche erkennt man einen Abfall des Orientierungsparameters auf S2Hz ≈ -
0.15. Dasselbe Experiment mit SPC-Behandlung hingegen scheint wieder eine zufäl-
lige Verteilung der Keratinﬁlamentorientierungen aufzuweisen.
Aufgrund der starken Intensitätsunterschiede bei den Fluoreszenzaufnahmen und
der feinmaschigen Struktur des Keratinnetzwerks konnten aus den Aufnahmen der
immun. Färbungen nur Bereiche in der Nähe vom Zellkern untersucht werden. Berei-
che der Zellperipherie konnten nicht ausreichend genug erfasst werden. Infolgedessen
wurden zusätzliche Aufnahmen des Keratinnetzwerks mit dem Elektronenmikroskop
in unabhängigen Experimenten durchgeführt. Hierzu mussten die Proben einen Ex-
traktionsvorgang und kritisch Punkttrocknen durchlaufen [Walter10] [Beil03], um
Aufnahmen mit dem Elektronenmikroskop durchführen zu können. Aus diesen Auf-
nahmen wurde ebenfalls der Orientierungsparameter S für Kontrollen und Dehnex-
perimente jeweils mit und ohne SPC bestimmt und ist in der Tabelle 3.16 auf Seite
96 dargestellt.
Die Auswertung des Orientierungsparameters S für die Kontrollen mit und ohne
SPC Zugabe zeigen wie im Falle der immun. Färbung eine zufällige Verteilung vom
Keratinnetzwerk SKontrolle ≈ 0. Die Werte für die Dehnversuche mit und ohne SPC
zeigen einen Abfall. Hierbei ist der Abfall ohne SPC-Behandlung größer als mit
(|S2Hz| > |S2HzSPC |). Der Unterschied kann mit dem SPC-Eﬀekt erklärt werden, bei
dem sich das Keratinnetzwerk von der Zellperipherie in den runden perinuklearen
Bereich umstrukturiert (vgl. Abschnitt 1.3.4 auf Seite 22) [Beil03]. Durch den SPC
Eﬀekt sind weniger Keratinstrukturen in den Bereichen der Zellperipherie anzutref-
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E.-Mikroskop S Se n
Kontrolle Keratin -0.02 ± 0.04 22
Kontrolle SPC Keratin -0.03 ± 0.04 16
2Hz Keratin -0.30 ± 0.03 22
2Hz SPC Keratin -0.20 ± 0.03 28
Tabelle 3.16: Orientierungsparameter S für das Keratinnetzwerk mit Standardfehler Se für n
untersuchte Panc-1 Zellen aus den Elektronenmikroskopaufnahmen. Die Dehnversuche dauerten 8
Stunden bei einer Amplitude von 8% und einer Frequenz von 2Hz.
fen und damit sinkt der Beitrag zu der gerichteten Form S2HzSPC ≈ -0.20.
3.6.3 Aktin-Keratin-Korrelation
Für jede nach Unterabschnitt 3.6.1 und 3.6.2 untersuchte Zelle erhält man anhand
einer Korrelationsanalyse mittels Microsoft Exel einen Korrelationsfaktor r.
Zusätzlich zu den einzelnen Orientierungen des Aktins und Keratins wurde die räum-
liche Ausrichtung beider Strukturen lokal untersucht. Hierzu wurde an derselben
Position die örtliche Ausrichtung des Aktins und Keratins einer Zelle bestimmt und
mittels Korrelationsanalyse (Microsoft Exel) für mehrere Zellen untersucht (vgl. Ab-
schnitt 2.3.5 auf Seite 48). Hieraus wurde ein durchschnittlicher Korrelationsfaktor r
aus dem Mittelwert von mehreren Zellen bestimmt. Die folgende Tabelle 3.17 stellt
die ermittelten Korrelationsfaktoren r für die Experimente aus den Kontrollen und
den Dehnversuchen dar.
Experiment r n
Kontrolle -0.04 24
Kontrolle SPC -0.05 17
2Hz 0.04 18
2Hz SPC 0.09 35
Tabelle 3.17: Darstellung der Korrelationsfaktoren r für die lokale Ausrichtung zwischen Aktin
und Keratin mit der untersuchten Anzahl n von Panc-1 Zellen aus den Aufnahmen der immun.
Färbungen. Die angegebenen Werte für die Korrelationsanalyse wurden mit dem Fischer-Test kon-
trolliert. Die Dehnungsexperimente (vgl. Abschnitt 2.3.2) dauerten 8 Stunden und wurden bei einer
Amplitude von 8% und einer Frequenz von 2Hz jeweils mit und ohne SPC durchgeführt.
Obwohl die Orientierung des Keratins bei den Dehnversuchen eine leichte Ausrich-
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tung senkrecht zur Zugrichtung bei den Elektronenmikroskopaufnahmen aufwies,
konnte in allen vier Fällen keine Korrelation zwischen der Ausrichtung der Aktinfa-
sern mit dem Keratinnetzwerk nachgewiesen werden. Folglich scheint die räumliche
Ausrichtung des Keratinnetzwerks unabhängig von den Aktinfasern und umgekehrt
zu sein.
3.6.4 Diskussion
Die Ausrichtung und Umstrukturierung innerer Bestandteile wie beispielsweise das
Aktinnetzwerk über die Aktin-Myosin-Maschinerie ist ein notwendiger Schritt bei
vielen biologischen Prozessen und spielen infolgedessen eine grundlegende Rolle
in zahlreichen physiologischen Mechanismen wie z.B. Adhäsion, mechanische Sta-
bilität und vor allem in der Zellmigration [Wehrle03] [Chen97] [Schoumacher10]
[Campbell10]. In diesem Zusammenhang nimmt das Zytoskelett bei Umtrukturie-
rungsprozessen eine zentrale Rolle ein (vgl. Abschnitt 1.1 auf Seite 11). So wird
z.B. in vielen Arbeiten die Umstrukturierung des Aktinnetzwerks unter Krafteinwir-
kung untersucht [Gavara08] [Pellegrin07] [Pollard09] [Schoumacher10] [Clainche08].
Darüber hinaus werden Zusammenhänge und Interaktionen zwischen den einzelnen
Zytoskelettelementen während der Zellmigration erforscht [Goode00] [Ballestrem00]
[Etienne04], um deren Mechanismen zu verstehen. Neuere Arbeiten beleuchten die
Interaktion und die räumliche Anordnung des Aktinnetzwerks und der Mikrotubuli,
die z.B. zeigen dass der Umstrukturierungsprozess des Aktins unabhängig von den
Mikrotubuli ist, obwohl sie räumlich eine ähnliche Ausrichtung innerhalb der Zelle
aufweisen und die Migration ohne ein intaktes Mikrotubulinetzwerk beeinträchtigt
ist [Goldyn09] [Goldyn2009] [Ballestrem00].
Ein bisher weniger erforschter Bereich stellt die strukturelle Wechselwirkung zwi-
schen dem Aktinnetzwerk und den Intermediärﬁlamenten dar. Obwohl es viele Ar-
beiten zu den einzelnen Zytoskelettelementen gibt, ﬁndet man nur vereinzelt Arbei-
ten zu den Interaktionen zwischen dem Aktinnetzwerk und den Intermediärﬁlamen-
ten [Suciu97] [Oriolo07] [Schoumacher10]. Eine dieser wenigen Interaktionen wurde
jüngst durch Kölsch et al. nachgewiesen. Die Arbeiten zeigen, dass die Einbindung
der Keratinﬁlamente, die in der Zellperipherie entstehen, entlang von Aktinfasern
wandern bis diese in das Keratinnetzwerk eingebunden werden [Kölsch10] [Wöll05].
Eine Beeinträchtigung der Aktinfasern mit CytochalasinD führt zu einem Ausbleiben
der Beförderung der Keratinﬁlamente [Kölsch09]. In diesem Zusammenhang wurde
die räumliche Ausrichtung von Aktinfasern und Keratin als Intermediärﬁlament un-
tersucht. Hierzu wurden immuncytochemische Färbungen (vgl. Abschnitt 2.2.3 auf
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Seite 41) am Aktin und Keratin durchgeführt und ihre räumliche Orientierung be-
stimmt.
Die Ergebnisse der Aktinfaser-Orientierung aus Unterabschnitt 3.6.1 zeigen, dass die
Aktinfasern ohne ein zyklisches Dehnen des Substrates eine zufällige Ausrichtung ha-
ben (S≈0). Bei den Dehnversuchen ändert sich das in eine Orientierung senkrecht
zur Zugrichtung (S≈-0.5). Die Ausrichtung der Zellen ist beim Vergleich der Werte
für den Orientierungsparameter unabhängig von der SPC Zugabe und damit unab-
hängig von der Keratinumstrukturierung. Folglich kann angenommen werden, dass
ein intaktes Keratinnetzwerk für die Ausrichtung von Aktinfasern nicht notwenig
ist.
Die Ergebnisse aus Unterabschnitt 3.6.2 unterscheiden sich in der Ausrichtung des
Keratinnetzwerks. Die Ergebnisse aus den immun. Färbungen zeigten eine ungerich-
tete zufällige Orientierung der Keratinﬁlamente. Die Aufnahmen des Elektronenmi-
kroskops hingegen zeigen einen leichten Abfall für den Orientierungsparameter S und
damit eine leichte Orientierung senkrecht zur Zugrichtung. Der Unterschied könnte
mit der eingesetzten Methode für die Aufnahmen erklärt werden. Die feinmaschige
Struktur des Keratinnetzwerks zusammen mit den starken Intensitätsgefällen bei
den Fluoreszenzaufnahmen der immun. Färbungen erschwerten die Auswertung von
Bereichen der Zellperipherie und sind daher sehr kritisch zu betrachten. Beim Ver-
gleich der Methoden ist den Aufnahmen mittels Elektronenmikroskop eine größere
Beweiskraft beizumessen. Der Abfall des Orientierungsparameters S für die Keratin-
ﬁlamente bei den Dehnversuchen könnte sich mit der morphologischen Ausrichtung
der Zelle erklären lassen. Richtet sich die Zelle bei den Dehnversuchen aus, so führt
dies zu einer Minimierung der Zelladhäsionsﬂäche senkrecht zur Zugrichtung (vgl.
Abschnitt 3.3 auf Seite 55) [Goldyn09] [Jung]. In diesem Prozess könnte das an-
fänglich zufällig orientierte Keratinnetzwerk in Zugsrichtung gestaucht werden und
würde sich der neuen ausgerichteten Zellform unter Beibehaltung der maschenarti-
gen Struktur anpassen. Hierbei würden sich die Maschen des Keratinnetzwerks von
einer eher runden Form auf eine ovale Form umgestalten, die bei der Auswertung
einen leichten Abfall des Orientierungsparameters S zur Folge hätte.
Zusammenfassend deuten die dargestellten Ergebnisse aus den Unterabschnitten
3.6.1 bis 3.6.3 einschließlich der Korrelationsanalysen darauf hin, dass kaum struktu-
relle Interaktion in Form einer gleichgerichteten Orientierung zwischen den Aktinfa-
sern und dem Keratinnetzwerk vorliegt. Darüber hinaus kann nicht eindeutig geklärt
werden, ob die Ausrichtung des Keratinnetzwerks der Panc-1 Zellen sich durch Dehn-
versuche aktiv mechanisch umstrukturieren oder ein eher passiver Prozess vorliegt,
bei dem die Aktinfasern das Keratin ausrichten. So zeigt z.B. die Arbeit von Sivara-
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makrishnan et al., dass Phosphorylierungen am Keratinnetzwerk bei Epithelzellen
ausgelöst werden, wenn diese einer Scherströmung unterliegen. Diese Phosphorylie-
rungen führen zur einer erhöhten Häuﬁgkeit von gleichgerichteten Keratinﬁlamenten
senkrecht zur Strömung, ähnlich zu den dargestellten Ergebnissen der Keratinaus-
richtung bei Dehnungsexperimenten in dieser Arbeit [Sivara09].
Kapitel 4
Anhang
4.1 Verwendete ImageJ Makros
4.1.1 Einzel-Ausrichtungsmakro für Aktin und Keratin
macro "Melih_Single_OK_Orientation" {
//-------------------Definitionen------------------------------------------
dir_source = getDirectory("C:\\Kalafat\\Messungen\\PancCyclicStretch");
dir_save = getDirectory("C:\\Kalafat\\Messungen\\PancCyclicStretch");
Filename = File.getName(dir_source);
list = getFileList(dir_source);
listlength=list.length;
open("");
Picture = getImageID();
i = 1; // Zählt die verarbeiteten FFT-Bilder durch...
for (i = 1; i <= listlength; i++) {
selectImage(Picture);
Name = getTitle();
index = lastIndexOf(Name, ".");
if (index!=-1) {
Name = substring(Name, 0, index);
} // Fragt Filenamen ab
Janein = 1;
selectImage(Picture);
while ( Janein >= 1 ) { // While-Schleife für Janein
//-----------------------Input Dialog Text-------------------------------
s1 = "Größe des Rasterausschnitts: ";
s2 = "Überlappungsfaktor: ";
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s3 = "Anzahl der Erode Vorgänge zur Enfernung des Hintergrunds: ";
s4 = "Unterer Schwellenwert zur Hintergrunddiskriminierung: ";
s5 = "Oberer Schwellenwert zur Hintergrunddiskriminierung: ";
s6 = "Maskengröße für Hintergrunddiskriminierung: ";
s7 = "Minimale Partikelgröße (px) in der FFT-Analyse: ";
s8 = "Unterer Schwellenwert FTT: ";
s9 = "Oberer Schwellenwert FFT: ";
s10 = "Mittlerer Grauwert des Bides: ";
s11 = "Maximaler Grauwert des Bildes: ";
s12 = "Minimale Standardabweichung des Grauwerts: ";
s13 = "Maximale Standardabweichung des Grauwerts: ";
s14 = "Linienbreite der Ausrichtungsmarkierung: ";
s15 = "Offset: ";
s16 = "Circ-Wert: ";
//------------------------Input Dialog Analysis Parameters---------------
Dialog.create("Analyse Parameter");
Dialog.addNumber(s1, 16);
Dialog.addNumber(s2, 1);
Dialog.addNumber(s3, 1);
Dialog.addNumber(s4, 10);
Dialog.addNumber(s5, 255);
Dialog.addNumber(s6, 300000);
Dialog.addNumber(s7, 6);
Dialog.addNumber(s8, 110);
Dialog.addNumber(s9, 255);
Dialog.addNumber(s10, 30);
Dialog.addNumber(s11, 255);
Dialog.addNumber(s12, 4);
Dialog.addNumber(s13, 90);
Dialog.addNumber(s14, 2);
Dialog.addNumber(s15, 1);
Dialog.addNumber(s16, 0.800);
Dialog.show();
//---------------------Datenabfrage aus Dialogbox---------------------
FFT_ROI = Dialog.getNumber(); //s1
UEB_ROI = Dialog.getNumber(); //s2
erod = Dialog.getNumber(); //s3
lowThres = Dialog.getNumber(); //s4
upThres = Dialog.getNumber(); //s5
p_area = Dialog.getNumber(); //s6
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part = Dialog.getNumber(); //s7
FFTLow = Dialog.getNumber(); //s8
FFTHi = Dialog.getNumber(); //s9
MeanWert = Dialog.getNumber(); //s10
MaxMean = Dialog.getNumber(); //s11
GrauMin = Dialog.getNumber(); //s12
GrauMax = Dialog.getNumber(); //s13
LineWidth = Dialog.getNumber(); //s14
OffSet = Dialog.getNumber(); //s15
CircWert = Dialog.getNumber(); //s16
//-------------------Speichern der Analyse Parameter in Param.txt------
param = "-param";
run("New... ", "name="+param+" type=[Text File]");
print ("["+param+"]", s1+FFT_ROI + "\n");
print ("["+param+"]", s2+UEB_ROI + "\n");
print ("["+param+"]", s3+erod + "\n");
print ("["+param+"]", s4+lowThres + "\n");
print ("["+param+"]", s5+upThres + "\n");
print ("["+param+"]", s6+p_area + "\n");
print ("["+param+"]", s7+part + "\n");
print ("["+param+"]", s8+FFTLow + "\n");
print ("["+param+"]", s9+FFTHi + "\n");
print ("["+param+"]", s10+MeanWert+"\n");
print ("["+param+"]", s11+MaxMean+"\n");
print ("["+param+"]", s12+GrauMin+"\n");
print ("["+param+"]", s13+GrauMax+"\n");
print ("["+param+"]", s14+LineWidth+"\n");
print ("["+param+"]", s15+OffSet+"\n");
print ("["+param+"]", s16+CircWert+"\n");
//-----------------Start der Bilderverarbeitung--------------------------
selectImage(Picture);
print("\n", Name+"-Orientation", "\n");
print ("\n", "n" , " \t" , "Winkel" , "\t", "theta [°]" , "\t" ,
"theta_Ori [RAD]" , "\n");
print ("\n");
selectImage(Picture);
run("Duplicate...", "title=Bild1 vom Stack");
ID_Orginal1 = getImageID();
//--------Entfernung des Hintergrundes über eine Maske---------------------
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setBatchMode(true);
//run("Smooth");
//run("Sharpen");
//run("Enhance Contrast", "saturated=0.5");
run("8-bit");
ID_Orginal1 = getImageID();
rename("Orginal1"); // Orginalbild für die Maske...
run("Duplicate...", "title=Maske.tif");
setThreshold(lowThres, upThres); // Schwellenwert für Maske
run("Convert to Mask");
run("Fill Holes");
run("Options...", "iterations=1 count=1");
run("Close-");
run("Options...", "iterations="+erod+" count=1");
run("Erode");
ID_Zwischenmaske = getImageID(); // Zwischenbild vor dem Analyze...
run("Set Scale...", "distance=1 known=1 pixel=1 unit=pixel global");
run("Analyze Particles...", "size= "+p_area+"-Infinity circularity=0.00-1.00
show=Masks clear include");
ID_Maske = getImageID();
rename("Maske");
run("Image Calculator...", "image1=Orginal1 operation=AND image2=Maske create");
ID_Endmaske = getImageID();
rename("End-Maske"); // Maske...
selectImage(ID_Zwischenmaske);
close();
selectImage(ID_Maske);
close();
selectImage(ID_Endmaske);
//------------Einlesen der Grund- und Ausgabeparameter---------------------
height = getHeight(); // Parameter des Bildes definieren...
width = getWidth();
run("RGB Color"); // Farbe für die Orientierungslinien festlegen
run("Color Picker...");
setForegroundColor(255, 255, 0);
close();
selectImage(ID_Orginal1);
close();
selectImage(ID_Endmaske);
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//-------Doppelschleife für für das Rastern der Bilder-----------------------
n = 0;
setResult("Major", 0, 9999);
for (XCt = OffSet; XCt<UEB_ROI*round(width/FFT_ROI) - 1; XCt++) {
XSelC = XCt*FFT_ROI/UEB_ROI;
for (YCt = OffSet; YCt<UEB_ROI*round(height/FFT_ROI - 1);YCt++){
YSelC = YCt*FFT_ROI/UEB_ROI;
selectImage(ID_Endmaske);
makeRectangle(XSelC, YSelC, FFT_ROI, FFT_ROI);
getStatistics(area, mean, min, max, std);
//-----------Bestimmung der Actin-Ausrichtung durch FFT----------------------
if(mean >= MeanWert && mean <= MaxMean) {
// If-Bedingung für den mittleren Grauwert des Rasters...
if(GrauMin <= std && std <= GrauMax) {
// If-Bedingung für die Standard-Abweichung der Grauwerte
run("FFT");
ID_FFT=getImageID();
run("Duplicate..." , "title=[FFT1.tiff]");
ID_FFT1=getImageID();
setThreshold(FFTLow, FFTHi);
// Kritischer Schwellenwert für Bestimmung des Schwerpunkts in der FFT-Funktion
run("Convert to Mask");
run("Set Measurements...", "area fit center circularity
redirect=None decimal=3");
nRS = nResults();
run("Analyze Particles...", "size="+part+"-Infinity
circularity=0.00-1.00 show=Outlines display include");
nRE = nResults();
if (nRS == nRE) {
setResult("Major",nResults(), 9999);
Winkel = 0;
circ = 1;
close();
} // Ende Ergebnis Dummy Eintragung
else { // Berechnet den Winkel Theta
Winkel = getResult("Angle");
if ( Winkel >= 180 ){
Winkel = Winkel -180; }
if (Winkel >= 90) {
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theta = Winkel -90; }
else {
theta = Winkel + 90; }
// Ende der if-else-Schleife zur Bestimmung von theta
theta_Ori = theta * PI/180;
major = getResult("Major");
minor = getResult("Minor");
circ = minor/major;
close();
} // Ende der Berechnung von Theta
if (circ <= CircWert ) {
// Zeichnet Orientierungslinien (Circ-Schleife)
n=n+1; // Zählt die Schritte durch...
Orientierungslinien (XSelC,YSelC,FFT_ROI,theta_Ori);
print (n, " \t", Winkel , "\t" , theta, "\t", theta_Ori);
} // Ende der Circ Schleife
selectImage(ID_FFT);
close();
selectImage(ID_FFT1);
close();
} // Ende der if-Schleife für den std-Wert...
} // Ende der if-Schleife vom Mean-Wert...
} // Ende YScan...
} // Ende XScan...
//-------------Optische Kontrolle des Zwischenergebnisses durch den Benutzer-
selectImage(ID_Endmaske);
setBatchMode(false);
wait(1000); // Wartezeit 1000 ms
setBatchMode(false);
Janein = getNumber(" Schreib '0' für Save&Weiter, '1'
für Nochmal oder '2' für 10sek Pause ! " , 1 );
while(Janein ==2 ){
wait(10000);
Janein = getNumber(" Schreib '0' für Save&Weiter, '1' für Nochmal
oder '2' für 10sek Pause ! " , 1 );
}
if ( Janein >= 1 ) {
selectWindow("Log");
run("Close");
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selectWindow("-param");
run("Close");
if(isOpen("Results")==1) {
selectWindow("Results");
run("Close"); } // Ende if-Results
selectImage(ID_Endmaske);
close();
} // Ende für Janein = 1
if ( Janein == 0 ) {
//-------------Speichern des Ergebnisses als Bilddatei, Log- und Result-Datei-
selectWindow("Log");
saveAs("text",dir_save+Name+"-Log");
//selectWindow(Name+"-Log"+".txt");
selectWindow("Log");
run("Close");
selectWindow("-param");
saveAs("Text" , dir_save+Name+param);
selectWindow(Name+param+".txt");
run("Close");
if(isOpen("Results")==1) {
selectWindow("Results");
run("Close"); } // Ende if-Results
//selectWindow("Results");
//saveAs("text",dir_save+Name+"-Results");
//selectWindow("Results");
//run("Close");
selectImage(ID_Endmaske);
saveAs("tif", dir_save+Name+"-Orientation");
selectImage(ID_Endmaske);
close();
} // Ende für Janein = 0
} // Ende für while-Schleife
selectImage(Picture);
run("Open Next");
} // Ende der for-Schleife für die i verschiedenen Bilder
//} // Ende des Actin-Auswertung
//------------------------FUNKTIONEN------------------------------------
// Orientrierungslinien...
function Orientierungslinien(XSelC,YSelC,FFT_ROI,theta_Ori) {
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selectImage(ID_Endmaske);
XNewCen = XSelC+FFT_ROI/2;
YNewCen = YSelC+FFT_ROI/2;
r = FFT_ROI / 4;
setLineWidth( LineWidth);
drawLine( round(XNewCen+r*cos(theta_Ori)) , round(YNewCen-r*sin(theta_Ori))
, round(XNewCen-r*cos(theta_Ori)) , round(YNewCen+r*sin(theta_Ori)));
} // Ende der Funktion Orientierungslinien...
//---------------------------------------------------------------------
selectImage(Picture);
close();
} // Ende Makro Melih_Single_OK_Orientation
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4.1.2 Doppel-Ausrichtungsmakro für Orientierungsvergleiche
macro "Melih_Co_Alignment" {
//-------------------Definitionen----------------------------------------
dir_source = getDirectory("C:\\Kalafat\\Messungen\\PancCyclicStretch");
dir_save = getDirectory("C:\\Kalafat\\Messungen\\PancCyclicStretch");
Filename = File.getName(dir_source);
list = getFileList(dir_source);
listlength=list.length-1;
open("");
Pic_Stack = getImageID();
i = 1; // Zählt die verarbeiteten FFT-Bilder durch...
for (i = 1; i <= listlength; i++) {
Pic_Stack = getImageID();
Name = getTitle();
index = lastIndexOf(Name, ".");
if (index!=-1) {
Name = substring(Name, 0, index);
} // Fragt Filenamen ab
Janein = 1;
selectImage(Pic_Stack);
while ( Janein >= 1 ) {
//-----------------------Input Dialog Text--------------------------
s1 = "Größe des Rasterausschnitts: ";
s2 = "Überlappungsfaktor: ";
s3 = "Anzahl der Erode Vorgänge zur Enfernung des Hintergrunds: ";
s4 = "Unterer Schwellenwert zur Hintergrunddiskriminierung: ";
s5 = "Oberer Schwellenwert zur Hintergrunddiskriminierung: ";
s6 = "Maskengröße für Hintergrunddiskriminierung: ";
s7 = "Minimale Partikelgröße (px) in der FFT-Analyse fürs Actin: ";
s8 = "Minimale Partikelgröße (px) in der FFT-Analyse fürs Keratin: ";
s9 = "Unterer Schwellenwert für FTT Bild für Actin: ";
s10 = "Unterer Schwellenwert für FTT Bild für Keratin: ";
s11 = "Oberer Schwellenwert FFT: ";
s12 = "Mittlerer Grauwert des Bides Actin: ";
s13 = "Mittlerer Grauwert des Bides Keratin: ";
s14 = "Maximaler Grauwert des Bildes Actin: ";
s15 = "Maximaler Grauwert des Bildes Keratin: ";
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s16 = "Minimale Standardabweichung des Grauwerts Actin: ";
s17 = "Minimale Standardabweichung des Grauwerts Keratin: ";
s18 = "Maximale Standardabweichung des Grauwerts Actin: ";
s19 = "Maximale Standardabweichung des Grauwerts Keratin: ";
s20 = "Linienbreite der Ausrichtungsmarkierung: ";
s21 = "Offset: ";
s22 = "Circ-Wert Actin: ";
s23 = "Circ-Wert Keratin: ";
//------------------------Input Dialog Analysis Parameters-----------
Dialog.create("Analyse Parameter");
Dialog.addNumber(s1, 36);
Dialog.addNumber(s2, 1);
Dialog.addNumber(s3, 1);
Dialog.addNumber(s4, 10);
Dialog.addNumber(s5, 255);
Dialog.addNumber(s6, 300000);
Dialog.addNumber(s7, 6);
Dialog.addNumber(s8, 6);
Dialog.addNumber(s9, 90);
Dialog.addNumber(s10, 90);
Dialog.addNumber(s11, 255);
Dialog.addNumber(s12, 25);
Dialog.addNumber(s13, 25);
Dialog.addNumber(s14, 145);
Dialog.addNumber(s15, 145);
Dialog.addNumber(s16, 6);
Dialog.addNumber(s17, 6);
Dialog.addNumber(s18, 30);
Dialog.addNumber(s19, 30);
Dialog.addNumber(s20, 12);
Dialog.addNumber(s21, 1);
Dialog.addNumber(s22, 0.7);
Dialog.addNumber(s23, 0.8);
Dialog.show();
//---------------------Datenabfrage aus Dialogbox---------------
FFT_ROI = Dialog.getNumber(); //s1
UEB_ROI = Dialog.getNumber(); //s2
erod = Dialog.getNumber(); //s3
lowThres = Dialog.getNumber(); //s4
upThres = Dialog.getNumber(); //s5
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p_area = Dialog.getNumber(); //s6
part_Acti = Dialog.getNumber(); //s7
part_Kera = Dialog.getNumber(); //s8
FFT_Thres_Acti = Dialog.getNumber(); //s9
FFT_Thres_Kera = Dialog.getNumber(); //s10
FFTHi = Dialog.getNumber(); //s11
MeanWert_Actin = Dialog.getNumber(); //s12
MeanWert_Keratin = Dialog.getNumber(); //s13
MaxMean_Actin = Dialog.getNumber(); //s14
MaxMean_Keratin = Dialog.getNumber(); //s15
GrauMin_Actin = Dialog.getNumber(); //s16
GrauMin_Keratin = Dialog.getNumber(); //s17
GrauMax_Actin = Dialog.getNumber(); //s18
GrauMax_Keratin = Dialog.getNumber(); //s19
LineWidth = Dialog.getNumber(); //s20
OffSet = Dialog.getNumber(); //s21
CircWert_Actin = Dialog.getNumber(); //s22
CircWert_Keratin = Dialog.getNumber(); //s23
//-------------------Speichern der Analyse Parameter in Param.txt-
param = "-param";
run("New... ", "name="+param+" type=[Text File]");
print ("["+param+"]", s1+FFT_ROI + "\n");
print ("["+param+"]", s2+UEB_ROI + "\n");
print ("["+param+"]", s3+erod + "\n");
print ("["+param+"]", s4+lowThres + "\n");
print ("["+param+"]", s5+upThres + "\n");
print ("["+param+"]", s6+p_area + "\n");
print ("["+param+"]", s7+part_Acti + "\n");
print ("["+param+"]", s8+part_Kera + "\n");
print ("["+param+"]", s9+FFT_Thres_Acti + "\n");
print ("["+param+"]", s10+FFT_Thres_Kera + "\n");
print ("["+param+"]", s11+FFTHi+"\n");
print ("["+param+"]", s12+MeanWert_Actin+"\n");
print ("["+param+"]", s13+MeanWert_Keratin+"\n");
print ("["+param+"]", s14+MaxMean_Actin+"\n");
print ("["+param+"]", s15+MaxMean_Keratin+"\n");
print ("["+param+"]", s16+GrauMin_Actin+"\n");
print ("["+param+"]", s17+GrauMin_Keratin+"\n");
print ("["+param+"]", s18+GrauMax_Actin+"\n");
print ("["+param+"]", s19+GrauMax_Keratin+"\n");
print ("["+param+"]", s20+LineWidth+"\n");
print ("["+param+"]", s21+OffSet+"\n");
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print ("["+param+"]", s22+CircWert_Actin+"\n");
print ("["+param+"]", s23+CircWert_Keratin+"\n");
//-----------------Start der Bilderverarbeitung------------------
selectImage(Pic_Stack);
print("\n", Name+"-Keratin-Actin-Orientation", "\n");
print ("\n", "n" , " \t" ,"Keratin [°] ", " \t", "Actin [°] " ,
" \t" , " \t" , "Keratin [Rad]" , " \t" , "Actin [Rad]" , " \t" , "\n");
print ("\n");
selectImage(Pic_Stack);
run("Duplicate...", "title=Actin");
Pic_Acti = getImageID();
//run("Enhance Contrast", "saturated=0.5");
selectImage(Pic_Stack);
run("Next Slice [>]");
run("Duplicate...", "title=Keratin");
Pic_Kera = getImageID();
//run("Enhance Contrast", "saturated=0.5");
selectImage(Pic_Stack);
run("Previous Slice [<]");
//-------- Entfernung des Hintergrundes über eine Maske für das Keratin -
setBatchMode(false);
selectImage(Pic_Kera);
rename("Keratin");
run("Smooth");
run("Sharpen");
run("8-bit");
//run("Enhance Contrast", "saturated=0.5");
ID_Orginal1 = getImageID();
rename("Orginal1"); // Orginalbild für die Maske...
run("Duplicate...", "title=Maske.tif");
setThreshold(lowThres, upThres); // Schwellenwert für Maske
run("Convert to Mask");
run("Fill Holes");
run("Options...", "iterations=1 count=1");
run("Close-");
run("Options...", "iterations="+erod+" count=1");
run("Erode");
ID_Zwischenmaske = getImageID();
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run("Set Scale...", "distance=1 known=1 pixel=1 unit=pixel global");
run("Analyze Particles...", "size= "+p_area+"-Infinity
circularity=0.00-1.00 show=Masks clear include");
ID_Maske = getImageID();
rename("Maske");
run("Image Calculator...", "image1=Orginal1 operation=AND
image2=Maske create");
ID_Endmaske_Keratin = getImageID();
rename("End-Maske-Keratin"); // Maske für "Keratin" ...
run("RGB Color");
selectImage(ID_Zwischenmaske);
close();
selectImage(ID_Maske);
close();
selectImage(ID_Orginal1);
close();
selectImage(ID_Endmaske_Keratin);
//-------- Entfernung des Hintergrundes über eine Maske für das Actin -
selectImage(Pic_Acti);
rename("Actin");
run("Smooth");
run("Sharpen");
run("8-bit");
//run("Enhance Contrast", "saturated=0.5");
ID_Orginal1 = getImageID();
rename("Orginal1"); // Orginalbild für die Maske...
run("Duplicate...", "title=Maske.tif");
setThreshold(lowThres, upThres); // Schwellenwert für Maske
run("Convert to Mask");
run("Fill Holes");
run("Options...", "iterations=1 count=1");
run("Close-");
run("Options...", "iterations="+erod+" count=1");
run("Erode");
ID_Zwischenmaske = getImageID();
run("Set Scale...", "distance=1 known=1 pixel=1 unit=pixel global");
run("Analyze Particles...", "size= "+p_area+"-Infinity
circularity=0.00-1.00 show=Masks clear include");
ID_Maske = getImageID();
rename("Maske");
run("Image Calculator...", "image1=Orginal1 operation=AND
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image2=Maske create");
ID_Endmaske_Actin = getImageID();
rename("End-Maske-Actin"); // Maske für "Actin" ...
run("RGB Color");
selectImage(ID_Zwischenmaske);
close();
selectImage(ID_Maske);
close();
selectImage(ID_Orginal1);
close();
selectImage(ID_Endmaske_Actin);
//------------ Einlesen der Grund- und Ausgabeparameter --------------
selectImage(ID_Endmaske_Keratin);
height = getHeight();
width = getWidth();
//------- Doppelschleife für für das Rastern der Bilder ---------------
setBatchMode(true);
n = 0;
setResult("Major", 0, 9999);
for (XCt = OffSet; XCt<UEB_ROI*round(width/FFT_ROI) - 1; XCt++) {
XSelC = XCt*FFT_ROI/UEB_ROI;
for (YCt = OffSet; YCt<UEB_ROI*round(height/FFT_ROI - 1);YCt++){
YSelC = YCt*FFT_ROI/UEB_ROI;
selectImage(ID_Endmaske_Keratin);
makeRectangle(XSelC, YSelC, FFT_ROI, FFT_ROI);
getStatistics(area, mean, min, max, std);
//-----------Bestimmung der Keratin-Ausrichtung durch FFT------------------
if(mean >= MeanWert_Keratin && mean <= MaxMean_Keratin ) {
// If-Bedingung für den mittleren Grauwert des Rasters...
if(GrauMin_Keratin <= std && std <= GrauMax_Keratin) {
// If-Bedingung für die Standard-Abweichung der Grauwerte...
run("FFT");
ID_FFT_Keratin=getImageID();
run("Duplicate..." , "title=[FFT1_Keratin.tiff]");
ID_FFT1_Keratin=getImageID();
setThreshold(FFT_Thres_Kera, FFTHi);
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// Kritischer Schwellenwert für Bestimmung des Schwerpunkts in der FFT-Funktion
run("Convert to Mask");
run("Set Measurements...", "area fit center circularity redirect=None decimal=3");
nRS = nResults();
run("Analyze Particles...", "size="+part_Kera+"-Infinity
circularity=0.00-1.00 show=Outlines display include");
nRE = nResults();
if (nRS == nRE) {
setResult("Major",nResults(), 9999);
Winkel_Keratin = 0;
circ_Keratin = 1;
close();
} // Ende Ergebnis Dummy Eintragung
else { // Berechnet den Winkel Theta
Winkel_Keratin = getResult("Angle");
if (Winkel_Keratin >= 180) {
// Abfrage für Winkel über 180°
Winkel_Keratin = Winkel_Keratin -180 ; }
if (Winkel_Keratin >= 90) { // Drehung der FFT zur Orientierung
theta_Keratin = Winkel_Keratin - 90; }
else {
theta_Keratin = Winkel_Keratin + 90; } /
/ Ende der if-else-Schleife zur Bestimmung von theta
Keratin_Ori = theta_Keratin * (PI/180);
major_Kera = getResult("Major");
minor_Kera = getResult("Minor");
circ_Keratin = minor_Kera / major_Kera;
close();
} // Ende der Berechnung von Theta
selectImage(ID_FFT_Keratin);
close();
selectImage(ID_FFT1_Keratin);
close();
//-----------Bestimmung der Actin-Ausrichtung durch FFT----------------------------
selectImage(ID_Endmaske_Actin);
makeRectangle(XSelC, YSelC, FFT_ROI, FFT_ROI);
getStatistics(area, mean, min, max, std);
if(mean >= MeanWert_Actin && mean <= MaxMean_Actin ) {
// If-Bedingung für den mittleren Grauwert des Rasters...
if(GrauMin_Actin <= std && std <= GrauMax_Actin) {
// If-Bedingung für die Standard-Abweichung der Grauwerte...
run("FFT");
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ID_FFT_Actin=getImageID();
run("Duplicate..." , "title=[FFT1_Actin.tiff]");
ID_FFT1_Actin=getImageID();
setThreshold(FFT_Thres_Acti, FFTHi);
// Kritischer Schwellenwert für Bestimmung des Schwerpunkts in der FFT-Funktion
run("Convert to Mask");
run("Set Measurements...",
"area fit center circularity redirect=None decimal=3");
nRS = nResults();
run("Analyze Particles...",
"size="+part_Acti+"-Infinity circularity=0.00-1.00 show=Outlines display include");
nRE = nResults();
if (nRS == nRE) {
setResult("Major",nResults(), 9999);
Winkel_Actin = 0;
circ_Actin = 1;
close();
} // Ende Ergebnis Dummy Eintragung
else { // Berechnet den Winkel Theta
Winkel_Actin = getResult("Angle");
if (Winkel_Actin >= 180) {
Winkel_Actin = Winkel_Actin -180; }
if (Winkel_Actin >= 90) { // Drehung der FFT zur Orientierung
theta_Actin = Winkel_Actin -90; }
else {
theta_Actin = Winkel_Actin + 90; }
Actin_Ori = theta_Actin * (PI/180);
major_Acti = getResult("Major");
minor_Acti = getResult("Minor");
circ_Actin = minor_Acti / major_Acti;
close();
}
selectImage(ID_FFT_Actin);
close();
selectImage(ID_FFT1_Actin);
close();
if (circ_Keratin <= CircWert_Keratin && circ_Actin <= CircWert_Actin){
n=n+1; // Zählt die Schritte durch...
Orientierungslinien1(XSelC,YSelC,FFT_ROI,Keratin_Ori);
Orientierungslinien2(XSelC,YSelC,FFT_ROI,Actin_Ori);
print (n, " \t", theta_Keratin, " \t", theta_Actin ,
" \t", " \t", Keratin_Ori, " \t", Actin_Ori ," \t");
} // Ende der Circ Schleife
selectImage(ID_Endmaske_Keratin);
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} // Ende der if-Schleife für den std-Wert...
} // Ende der if-Schleife vom Mean-Wert...
selectImage(ID_Endmaske_Keratin);
} // Ende der if-Schleife für den std-Wert...
} // Ende der if-Schleife vom Mean-Wert...
} // Ende YScan...
} // Ende XScan...
//-------------Optische Kontrolle des Zwischenergebnisses durch den Benutzer-
setBatchMode(false);
selectImage(ID_Endmaske_Keratin);
wait(1000); // Wartezeit 1000 ms
selectImage(ID_Endmaske_Actin);
wait(1000); // Wartezeit 1000 ms
Janein = getNumber(" Schreib '0' für Save&Weiter, '1' für Nochmal
oder '2' für 10sek Pause ! " , 1 );
while(Janein ==2 ){
wait(10000);
Janein = getNumber(" Schreib '0' für Save&Weiter, '1' für Nochmal
oder '2' für 10sek Pause ! " , 1 );
if ( Janein >= 1 ) {
selectWindow("Log");
run("Close");
selectWindow("-param");
run("Close");
if(isOpen("Results")==1) {
selectWindow("Results");
run("Close"); } // Ende if-Results
selectImage(ID_Endmaske_Keratin);
close();
selectImage(ID_Endmaske_Actin);
close();
} // Ende für Janein = 1
if ( Janein == 0 ) {
//-------------Speichern des Ergebnisses als Bilddatei------------
selectWindow("Log");
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saveAs("text",dir_save+Name+"-Log");
//selectWindow(Name+"-Log"+".txt");
selectWindow("Log");
run("Close");
selectWindow("-param");
saveAs("Text" , dir_save+Name+param);
selectWindow(Name+param+".txt");
run("Close");
//selectWindow("Results");
//saveAs("text",dir_save+Name+"-Results");
if(isOpen("Results")==1) {
selectWindow("Results");
run("Close"); } // Ende if-Results
selectImage(ID_Endmaske_Keratin);
saveAs("tif", dir_save+Name+"-Keratin");
close();
selectImage(ID_Endmaske_Actin);
saveAs("tif", dir_save+Name+"-Aktin");
close();
} // Ende für Janein = 0
} // Ende für while-Schleife
selectImage(Pic_Stack);
run("Open Next");
} // Ende der for-Schleife für die verschiedenen Bilder...
//selectImage(Pic_Stack);
//close();
//} // Ende des Actin-Auswertung
//------------------------FUNKTIONEN-------------------------------
// Orientrierungslinien 1 ...
function Orientierungslinien1(XSelC,YSelC,FFT_ROI,Keratin_Ori) {
XNewCen = XSelC+FFT_ROI/2;
YNewCen = YSelC+FFT_ROI/2;
r = FFT_ROI / 3;
setForegroundColor(255, 255, 0); // Farbe: Gelb !
setLineWidth( LineWidth);
selectImage(ID_Endmaske_Keratin);
drawLine( round(XNewCen+r*cos(Keratin_Ori)) , round(YNewCen-r*sin(Keratin_Ori)) ,
round(XNewCen-r*cos(Keratin_Ori)) , round(YNewCen+r*sin(Keratin_Ori)));
setLineWidth( LineWidth);
selectImage(ID_Endmaske_Actin);
drawLine( round(XNewCen+r*cos(Keratin_Ori)) , round(YNewCen-r*sin(Keratin_Ori)) ,
round(XNewCen-r*cos(Keratin_Ori)) , round(YNewCen+r*sin(Keratin_Ori)));
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} // Ende der Funktion Orientierungslinien 1
// Orientrierungslinien 2 ...
function Orientierungslinien2(XSelC,YSelC,FFT_ROI,Actin_Ori) {
XNewCen = XSelC+FFT_ROI/2;
YNewCen = YSelC+FFT_ROI/2;
r = FFT_ROI / 3;
setForegroundColor(255, 0, 0); // Farbe: Rot !
setLineWidth( LineWidth);
selectImage(ID_Endmaske_Actin);
drawLine( round(XNewCen+r*cos(Actin_Ori)) , round(YNewCen-r*sin(Actin_Ori)) ,
round(XNewCen-r*cos(Actin_Ori)) , round(YNewCen+r*sin(Actin_Ori)));
setLineWidth( LineWidth);
selectImage(ID_Endmaske_Keratin);
drawLine( round(XNewCen+r*cos(Actin_Ori)) , round(YNewCen-r*sin(Actin_Ori)) ,
round(XNewCen-r*cos(Actin_Ori)) , round(YNewCen+r*sin(Actin_Ori)));
} // Ende der Funktion Orientierungslinien 2
} // Ende Makro Melih_Co_Alignment
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